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L’espace intracellulaire des cellules eucaryotes est organisé par trois systèmes filamentaires 
qui constituent le cytosquelette.  Ces réseaux assument des fonctions et des configurations 
spatiales variables au cours du cycle cellulaire. Ils intègrent dans une organisation 
tridimensionnelle particulière le flux d’information qui parvient à la cellule. 
 Depuis de nombreuses années, le laboratoire s’intéresse au réseau microtubulaire. Ce 
réseau oscille entre diverses configurations en fonction de l’état physiologique des cellules. Ce 
type d’adaptation est observé, par exemple, au cours du cycle cellulaire. Durant l’interphase, les 
microtubules (MTs) irradient dans tout l’espace intracellulaire à partir du centrosome (centre 
organisateur des MTs ou MTOC). Au cours de la mitose, le réseau microtubulaire se réorganise 
complètement pour former le fuseau mitotique. A ces deux types de configuration correspondent 
des fonctions différentes. Le réseau microtubulaire interphasique joue un rôle essentiel dans 
l’architecture cellulaire : il est  notamment impliqué dans les transports intracellulaires, la polarité 
et la motilité cellulaires. Le fuseau mitotique assure, quant à lui,  la migration des chromosomes 
durant la division cellulaire. 
La réorganisation du réseau microtubulaire lors de la transition interphase-mitose met en 
évidence le caractère dynamique des MTs. Dans les cellules, cette dynamique est finement régulée 
par des effecteurs protéiques spécialisés. Le laboratoire s’intéresse à une des protéines effectrices : 
la protéine STOP (Stable Tubule Only Polypeptide). Cette protéine a été initialement décrite 
comme une MAP (Microtubule Associated Protein) impliquée dans la stabilisation au froid des 
MTs.  
 De manière à analyser les conséquences de l’absence de la protéine STOP dans 
l’animal entier, le laboratoire a produit des souris déficientes en protéines STOPs (STOP KO). 
Les souris STOP KO sont viables mais elles présentent des troubles fonctionnels importants de 
la transmission synaptique complexe (Potentialisation à Long terme ou LTP et Dépression à 
Long terme ou LTD), associés à une réduction de moitié du pool vésiculaire dans les voies 
glutamatergiques. Contrairement au rôle imaginé des protéines STOPs au niveau de la 
morphogénèse neuronale, le modèle STOP KO a mis en avant un rôle inattendu de ces protéines 
au niveau de la synapse. D’autres données vont dans la même direction. Les protéines STOPs 
sont phosphorylées par la Calmoduline-dépendante Kinase II (CamKII), qui est une enzyme 
impliquée dans diverses voies de signalisation synaptique (Lisman et al., 2002). La présence des 
MTs au niveau du bouton axonal et des épines dendritiques restait contreversée (Kaech et al., 
  
2001). Toutefois, il vient d’être mis en évidence par microscopie électronique (Mitsuyama et al., 
2008) que le réseau microtubulaire est présent au sein des dendrites durant la LTP. 
 Le laboratoire essaye, aujourd’hui, à comprendre comment les MTs et/ou leurs protéines 
effectrices participent à l’organisation fonctionnelle de la synapse. D’autre part, une protéine 
neuronale homologue aux protéines STOPs, la protéine SL21 (STOP Like Protein of 21 kDa) a 
été mise en évidence au laboratoire. Elle est de petite taille et possède plusieurs séquences 
homologues avec les protéines STOPs. Ceci fait de SL21 une protéine modèle de choix pour 
mieux comprendre la fonctionnalité des protéines STOPs. 
C’est dans ce contexte que s’inscrit ma thèse. La caractérisation de SL21 a permis de 
déterminer une nouvelle fonction de SL21 et des STOPs aux membranes, et apporte de 
nouveaux arguments en faveur d’un rôle des STOPs au sein de la synapse. 
Avant d’exposer ces résultats de façon détaillée, nous replacerons tout d’abord des 
données bibliographiques qui vous présentent, dans une première partie, les différents membres 
du cytosquelette neuronal. Puis nous présenterons les protéines capables de réguler la dynamique 
des MTs neuronaux, en insistant plus particulièrement sur les protéines STOPs. La dernière 
partie de cette introduction sera consacrée à la description de la palmitoylation, modification 
post-traductionnelle clé pour la fonctionnalité de SL21 et de STOP. Enfin, ces résultats seront 
discutés et mis en perspective. 
  
Chapitre 1 : Le cytosquelette neuronal 
 
 Le fonctionnement du système nerveux dépend de l'architecture des réseaux de neurones. 
Au cours de leur différenciation, les neurones acquièrent une morphologie complexe en devenant 
des cellules polarisées. Ils développent, à partir de leur corps cellulaire, différentes ramifications 
neuritiques : l’axone (prolongement long et fin transmettant l’information) et les dendrites 
(nombreux prolongements effilés et courts recevant l’information). Cette architecture leur permet 
d’assurer des fonctions spécialisées de collecte, d’intégration et de transfert d’information sous la 
forme d’influx électriques. La morphologie et la fonction des cellules neuronales sont soutenues 
par une réorganisation dynamique et coordonnée des différents éléments du cytosquelette. Ceux-
ci peuvent être classés d’après leur diamètre en microscopie électronique : microfilaments d’actine 
(7 à 9 nm de diamètre),  filaments intermédiaires (10 nm de diamètre) et microtubules (25 nm de 
diamètre).  
  
I - Les microfilaments d’actine 
  I – 1 Structure et dynamique 
 Dans les cellules, l’actine se présente soit sous la forme de monomères d’actine G, 
protéines globulaires de 43 kDa, soit sous la forme d’une structure fibrillaire, l’actine F (actine 
filamenteuse) ou microfilaments d’actine (MFs)  qui résultent de la polymérisation de l’actine G. 
L’actine n’existe pas de manière figée sous l’une ou sous l’autre forme mais est en permanence en 
équilibre entre ces deux formes. Trois types d’actine G issus de gènes différents ont été 
caractérisés : l’actine α, spécifique des cellules musculaires, l’actine β et l’actine γ, présentes dans 
tous les autres types de cellules (Khaitlina et al., 2001).  
 L’actine G a la capacité de lier des nucléotides (ATP ou ADP) ainsi que certains cations 
divalents (calcium, magnésium). Le processus de polymérisation de l’actine nécessite de l’énergie 
et se réalise en trois étapes (Carlier et al., 1991). Lors de la première étape ou étape d’activation, 
les monomères d’actine G lient les cations divalents et l’ATP, provoquant leur changement 
conformationnel. Les complexes Actine G–ATP-cations alors formés sont appelés complexes 
activés et ont les compétences nécessaires pour entrer dans la deuxième phase ou phase de 
nucléation. Trois complexes activés s’associent et forment un noyau de polymérisation. Ce noyau 
de polymérisation est nécessaire à la future élongation du filament. Enfin, lors de l’étape 
d’allongement, la polymérisation se poursuit par l’addition de monomères d’actine G aux 
  
extrémités du noyau de polymérisation ou du filament en cours de formation (Figure 1). Le 
monomère d’actine G hydrolyse son ATP lors de son incorporation dans le filament (Carlier et 
al., 1991).  
 
Figure 1 : Polymérisation in vitro de l’actine. Au cours de la nucléation, il y a assemblage d’un noyau 
de trois monomères d’actine G qui formera la structure de départ, nécessaire à l’élongation du filament. Le 
filament atteint ensuite un équilibre entre polymérisation et dépolymérisation (état stationnaire). Adapté de 
« Molecular biology of the cell » (4ème édition). 
 
La polymérisation et la dépolymérisation des MFs ne se produisent pas de façon 
équivalente à chaque extrémité du filament : l’extrémité barbée (extrémité positive) riche en actine 
ATP favorisera l’assemblage des monomères, alors que l’extrémité pointue (extrémité négative) 
riche en Actine-ADP, favorisera plutôt leur dissociation. Le filament peut atteindre un état 
d’équilibre dynamique c'est-à-dire un état où la dissociation à l’extrémité pointue est compensée 
par l’ajout de monomères à l’extrémité barbue. La longueur du filament d’actine ne varie pas alors 
que les molécules d’actine G assemblées à l’extrémité barbue migrent vers l’extrémité pointue. 
C’est le processus « de tapis roulant » ou « treadmilling » (Wegner et al., 1976). 
 
I – 2 Contrôle de la dynamique de l’actine  
 
Afin de pouvoir répondre à un besoin immédiat ou à un signal extracellulaire, les 
neurones doivent être capables de contrôler en permanence et rapidement l’organisation et la 
dynamique du cytosquelette d’actine. La polymérisation, in vitro, de l’actine seule est extrêmement 
lente. Elle ne peut donc expliquer à elle seule la plupart des phénomènes dynamiques rapides. La 
cellule a donc à sa disposition un grand nombre de protéines particulières, les ABPs (Actin 
Binding Proteins ; Pollard et al., 2000). Elles interagissent directement avec l’actine et peuvent 
  
modifier ses propriétés dynamiques et/ou structurales. Elles peuvent être regroupées suivant leur 
rôle sur le contrôle de la dynamique et de l’organisation des filaments d’actine. Certaines peuvent 
contrôler simultanément plusieurs aspects de cette dynamique. Les ABPs peuvent donc : 
- Maintenir une concentration élevée d'actine monomérique nécessaire au 
renouvellement rapide des filaments d’actine. 
- Nucléer (ou initier) des filaments d’actine. Citons, par exemple, le complexe 
Arp2/3, les protéines Spirs ou les formines. 
- Inhiber la nucléation de l’actine comme, par exemple, les protéines thymosine-β4  
calbindine et Cofiline/ADF ou bloquer la croissance des extrémités barbues (protéines de 
la coiffe). 
- Organiser les filaments d’actine en structures élaborées. Ceci est le rôle des 
protéines de réticulation comme l’α-actinine, la filamine et la spectrine qui permettent de 
lier les filaments d’actine entre eux avec une géométrie et une élasticité particulières 
(câbles d’actine ou réseaux branchés denses d’actine). 
 
   
I – 3 Rôle des microfilaments d’actine  
Au sein des cellules, le cytosquelette d’actine est plus particulièrement responsable des 
phénomènes motiles et de la transmission de forces en général. L’actine filamenteuse peut exister 
sous la forme de longs filaments individuels, mais la plupart du temps, que ce soit pour répondre 
à des fonctions cellulaires précises ou pour résister à des contraintes mécaniques, les filaments 
d’actine sont organisés en structures élaborées qui cohabitent dans les différents types cellulaires 
chez les Eucaryotes. 
 
I – 3-1 dans la structure et la motilité des cônes de croissance 
Dans le neurone, et plus précisément au niveau du cône de croissance, l’actine F adopte 
différentes structures élaborées. Le cône de croissance contient une zone en forme d’éventail, le 
lamellipode qui présente de nombreuses extensions, nommées filopodes (Baker et al., 2007 ; 
Grzywa et al., 2006 ; Figure 2). Dans le lamellipode, le réseau d’actine se présente sous la forme 
d’un réseau branché dense et, au sein des filopodes, sous la forme de câbles d’actine (Figure 2). 
Les filaments d’actine, dans ces deux structures, sont majoritairement orientés avec leurs 
extrémités barbues au niveau de la membrane alors que les extrémités pointues sont dirigées vers 
le centre du cône de croissance.  
  
 La polymérisation du réseau d’actine se fait au contact de la membrane (Wang et al., 
1985). Le « treadmilling » de l’actine est responsable, soit directement soit par l’intermédiaire de 
protéines associées, de la force nécessaire à la protusion du cytoplasme au niveau de la membrane 
qui est, par la suite, responsable de la motilité du cône de croissance (Heidemann et al., 1990 ; 
Tanaka et al., 1995 ; Dent et al., 2001 et 2003a). La motilité du cône de croissance lui permet 





Figure 2 : Organisation du cytosquelette d’actine au sein du cône de croissance. Le cône de 
croissance se divise en deux parties : le domaine périphérique en jaune, le domaine central en bleu. Dans 
la zone périphérique du cône de croissance, l’actine est présente sous deux formes : soit sous forme de 
faisceaux parallèles denses (câble d’actine) au niveau des filopodes soit sous forme d’un réseau branché 
d’actine dans le lamellipode. Le centre du cône de croissance est dépourvu de filaments d’actine. D’après 
Pak et al., 2008. 
 
La formation du réseau d’actine branché est dépendante de la collaboration de 
nombreuses ABPs ; un modèle a été proposé (Pollard et al., 2003). L’actine complexée à la 
profiline forme un réservoir de monomères pour la cellule. L’activation à la membrane des 
protéines de la famille WASP active le complexe Arp2/3 qui créé de nouvelles extrémités barbues 
à proximité de la membrane. L’élongation rapide de ces extrémités permet au cytosquelette de 
pousser la membrane vers l’avant. Rapidement, les protéines de coiffe bloquent l’élongation des 
filaments. L’action combinée des protéines de coiffe et du complexe Arp2/3 permet de former 
  
des réseaux branchés denses de filaments d’actine. L’hydrolyse progressive du nucléotide ATP 
des filaments d’actine suivi de la dissociation du phosphate permet la fixation sur les filaments de 
l’ADF/cofiline qui désassemble le réseau par fragmentations successives puis dépolymérisation 
des petits filaments-ADP. Enfin, les monomères d’actine-ADP perdent l’ADF/cofiline à laquelle 
ils sont liés au profit d’une complexation avec la profiline qui accélère l’échange du nucléotide 
ADP pour un nucléotide ATP. Cela permet le recyclage du monomère d’actine, qui est de 
nouveau disponible pour polymériser à une nouvelle extrémité barbue. 
 
I – 3-2 dans l’organisation de la synapse 
La synapse est une zone de contact fonctionnelle qui s’établit entre un élément pré-
synaptique ou bouton axonal et un élément post-synaptique ou épine dendritique (Figure 3). Les 
MFs d’actine sont très abondants dans chacune de ces structures.  
 Au niveau pré-synaptique, les MFs d’actine sont impliqués dans le maintien et la 
régulation des pools de vésicules synaptiques et dans l’exocytose.  Trois pools de vésicules 
synaptiques sont décrits : le pool de réserve, le pool situé au niveau de la zone active de la synapse 
(ces vésicules sont prêtes à fusionner avec la membrane pré-synaptique) et le pool de vésicules à 
recycler. Les MFs  permettent de positionner ces différents pools (Figure 3). En fonction de la 
dynamique des filaments d’actine, les vésicules pourront circuler ou rester à leur place (Dilon et 




Figure 3 : Organisation du cytosquelette d’actine à la synapse. L’épine dendritique forme une 
synapse avec le bouton axonal, où se situent des vésicules synaptiques. L’épine dendritique se compose 
d’un cou et d’une tête. Au sein du cou de l’épine, le réseau d’actine est très condensé sous forme de 
câbles. Au niveau de la tête de l’épine, les filaments d’actine sont plus dispersés et contactent la densité 
post synaptique, complexe protéique dense où s’insèrent de nombreuses protéines importantes dans la 
synapse, comme par exemple les récepteurs aux neurotransmetteurs ou les canaux ioniques. D’après 
Matus et al., 2000. 
 
 
L’actine peut s’associer directement avec des protéines synaptiques, comme par exemple 
la synapsine. Cette association est nécessaire au maintien du pool  de vésicules de réserve 
(Greengard et al., 1994). L’induction de l’activité neuronale entraine la phosphorylation de la 
synapsine, qui permet de déstabiliser son interaction avec l’actine et de relâcher les vésicules de 
réserve au niveau de la zone active (Chi et al., 2001). 
Au niveau post-synaptique, l’actine est très enrichie à proximité de la densité post-
synaptique (PSD) où elle joue un rôle important dans l’ancrage de récepteurs en interagissant 
avec de nombreuses protéines d’échafaudage (Kuriu et al., 2006).  Elle est également impliquée 
dans la formation, la stabilité et la dynamique des épines dendritiques qui sont des excroissances 
présentes le long des dendrites des neurones (éléments post-synaptiques) (Fischer et al., 1998 ; 
Sekino et al., 2007 ; Schubert et al., 2006). L’organisation de ce réseau détermine la forme de 
l’épine dendritique (Matus et al., 2000 ; Figure 3). Au niveau du cou de l’épine dendritique, l’actine 
se présente sous la forme de câbles d’actine et au niveau de sa tête sous forme d’un réseau 
branché dense (Landis et Reese, 1983). Les changements de morphologie et la motilité des épines 
dendritiques sont associés au cycle de polymérisation et de dépolymérisation du réseau d’actine. 
Ainsi, l’addition d’un agent de dépolymérisation de l’actine F, la Cytochalasine D, bloque les 
  
mouvements des épines (Fischer et al., 1998). Une stimulation à long terme augmente la 
polymérisation de l’actine provoquant alors un changement de morphologie de la tête de l’épine. 
Plus la tête aura une taille importante, plus l’efficacité synaptique sera importante (Matus et al., 
2005 ; Kopec et al., 2006). Cependant, la polymérisation de l’actine au niveau de la membrane 
synaptique influence également la diffusion des protéines et pourrait alors moduler la distribution 
des récepteurs AMPA vis-à-vis de la densité post-synaptique (Richards et al., 2004). 
  
II -  Les filaments intermédiaires neuronaux 
 Les filaments intermédiaires sont des hétéropolymères de 10 nm de diamètre, 
constitués de protéines fibreuses, codées par plusieurs gènes et classées en 5 familles, selon leur 
homologie de séquences (filament intermédiaire de type 1 à 5). Les neurofilaments (Nfs, 
filaments intermédiaires de type 5) constituent les principaux filaments intermédiaires des 
neurones matures. D’autres filaments intermédiaires sont exprimés dans le système nerveux : la 
périphérine (filament intermédiaire de type 3) au niveau du système nerveux central et 
périphérique, l’α-internexine au niveau des neurones immatures, la nestine (filament intermédiaire 
de type 3/4)  dans les cellules souches du système nerveux central (Lee et al., 1996). 
 
II – 1 Structure et dynamique 
Les Nfs sont composés de trois sous unités : une sous unité légère NfL (61kDa), une 
moyenne NfM (102,5 kDa) et une lourde NfH (111kDa) (Lee et al., 1996). Chaque sous-unité ou 
monomère est une protéine de type fibrillaire, très allongée avec une tête amino-terminale et une 
queue carboxy-terminale hypervariable, encadrant une région centrale α-hélicoïdale (Figure 4A). 
Cette région centrale contient de longues répétitions en tandem d’un motif  de 7 aa 
caractéristiques (répétition heptade).  Ce motif favorise la formation de dimères superenroulés de 
type « coiled-coil » (2 monomères)  entre deux hélices α. Les deux monomères ont la même 
orientation et forment alors une structure polaire. Deux dimères superenroulés s’associent de 
manière anti-parallèle pour former un tétramère apolaire (4 monomères). Les tétramères 
s’assemblent les uns à la suite des autres pour former un protofilament (4 monomères en coupe 
transversale). Les protofilaments s’associent deux à deux pour former une protofibrille (8 
monomères). L’assemblage de 4 protofibrilles constituent enfin un Nf (32 monomères) (Kim et 
al., 2007 ; Figure 4B). Une fois assemblés, les Nfs sont des structures apolaires : les tétramères 
sont disposés en « tête à queue » tout au long du filament. Les deux extrémités résultantes sont 
  
identiques. Les Nfs sont beaucoup plus dynamiques in vivo que les autres éléments du 
cytosquelette : l’association  et la dissociation réversibles des monomères peuvent apparaître sur 






Figure 4 : Les filaments intermédiaires neuronaux (A) Représentation schématique de la structure 
des filaments intermédiaire neuronaux. La région centrale hélicoïdale joue un rôle important dans la 
formation du Nf. (B) Polymérisation des neurofilaments. Les dimères résultent de l’association parallèle 
de 2 monomères formant une structure polaire. L’association anti-parallèle de deux dimères forme un 
tétramère apolaire. L’association anti-parallèle de tétramères forme le neurofilament, structure apolaire. 
D’après Kim et al., 2007.  
 
Les Nfs n’ont pas de noyaux de nucléation, comme les microfilamants d’actine ou les 
microtubules. Leurs sous unités sont synthétisées au niveau du corps cellulaire et sont transportés 
dans l’axone soit sous forme d’un assemblage de sous-unités (dimères ou tétramères) soit sous 
forme de filaments (Julien, 2000). 
 Les Nfs sont les cibles de nombreuses modifications post-traductionnelles 
(phosphorylation, transglutamination, glycosylation). La phosphorylation et la déphosphorylation 
des Nfs notamment, régulent leur assemblage, leur transport dans l’axone et leur  interaction avec 




  II – 2 Rôle des neurofilaments dans les neurones 
  
La composition et le nombre de Nfs  jouent un rôle important dans la croissance radiale 
de l’axone et déterminent ainsi son diamètre. La vitesse de conduction de l’influx nerveux 
dépendant de la résistance et donc du diamètre axonal, les Nfs jouent un rôle important dans la 
vitesse de conduction du message nerveux le long de l’axone (Kriz et al., 2000 ; Garcia et al., 
2003).  
Un défaut du transport des Nfs entraine leur agrégation au niveau du corps cellulaire des 
neurones, ce qui provoque une dégénérescence axonale (Perez-Olle et al., 2005). L’agrégation des 
Nfs est un marqueur de certaines pathologies neurodégénératives, telles que la Sclérose Latérale 
Amyotrophique (Nixon et al., 1993). 
 Les neurofilaments participent aussi à  la localisation de certains organites intracellulaire, 
notamment les mitochondries et l’appareil de Golgi (Toivola et al., 2005 ; Wagner et al., 2003). 
 
III - Les microtubules 
 Les microtubules (MTs) sont un des composants majeurs du cytosquelette des cellules 
eucaryotes et sont impliqués dans un grand nombre de processus cellulaires comme la mitose, le 
maintien et la modification de la forme de la cellule et les mouvements intracellulaires des 
organites et des vésicules. 
 
  III – 1 La structure des microtubules 
   III - 1-1 La tubuline 
Sept tubulines différentes sont décrites (Dutcher et al., 2001). Les plus étudiées sont les 
tubulines α et β, qui forment un hétérodimère de tubuline, unité structurale de base des MTs. La 
tubuline γ est impliquée dans les premières étapes de la formation des MTs (lors de la nucléation). 
Il a été montré qu’elle est intégrée dans des complexes multi-protéiques en forme d’anneaux : les 
γ-TURCs (γ-Tubulin Ring Complexes). Ces structures appartiennent au matériel péri-centriolaire 
et sont les sites de nucléation des MTs (Dutcher et al., 2001 ; Moritz et al., 1995 et 2001 ; Job et al., 
2003). La tubuline δ est nécessaire à l’association du flagelle chez l’algue unicellulaire 
Chlamydomonas reinhardtii, la tubuline η est indispensable à la duplication des corps basaux 
(analogues des centrioles chez la Paramécie). Et enfin, les tubulines ε et ζ n’ont pas encore de 
fonctions connues.  
Dans ce propos, je m’intéresserai essentiellement aux tubulines α et β. Chez les 
Mammifères, sept isoformes de tubuline α et huit de tubuline β sont décrites. Toutefois, le 
séquençage complet du génome humain a révélé la présence de plusieurs autres gènes codant 
pour d’avantages de tubulines α et β. Certaines isoformes sont spécifiquement exprimées dans le 
  
cerveau comme par exemple les tubulines βII, βIII, βIV  et les tubulines α1, α2 et α4 alors que 
d’autres sont ubiquitaires telles que βI (Raff et al., 1994 ; Banerjee et al., 2002).  
Les tubulines α et β sont des protéines globulaires d’environ 450 aa et d’un poids 
moléculaire apparent de 50 kDa. Elles s’assemblent pour former un hétérodimère de tubuline α/β 
capable de lier deux molécules de GTP : l’une est non-échangeable et non-hydrolysable en GDP 
et se situe au niveau de la sous unité α, l’autre est échangeable et hydrolysable en GDP et 
phosphate inorganique et se situe au niveau de la sous unité β (Yanagisawa et al., 1968 ; 
Mandelkow, 1988). 
La structure du dimère de tubuline α et β a été déterminée d’une part par diffraction 
électronique et  par cristallographie dans le cas d’une étude du complexe tubuline-stathmine et se 
divise classiquement en trois parties : une partie amino-terminale contenant le site de liaison 
échangeable du GTP, une partie intermédiaire possédant le site de liaison du taxol (molécule de 
stabilisation des MT) et une partie carboxy-terminale qui expose les résidus carboxy-terminaux de 
l’α-tubuline à l’extérieur du dimère mais également à l’extérieur du MT (Lowe et al., 2001 ; Gigant 
et al., 2000 ; Ravelli et al., 2004). 
 
   III – 1-2 Les microtubules 
 
La structure des MTs a essentiellement été révélée par microscopie électronique à 
transmission. Les MTs sont formés d’hétérodimères de tubuline alignés le long de 13 +/- 2 lignes 
de directions appelées protofilaments (Figure 5 ; Mandelkow et al., 1984b). Au total, la surface 
d’un MT est un arrangement régulier de sous-unités de tubuline  et toutes ces sous-unités 
présentent la même orientation le long des protofilamants de sorte que chaque protofilamant est 
constitué d’un enchaînement ordonné d’hétérodimères αβ (Figure 5 ; Harrisson et al., 1993).  De 
ce fait,  les MTs ont une polarité structurale. Ils sont formés d’une extrémité négative (« bout 
moins ») exposant les sous unités α et l’autre extrémité positive (« bout plus ») portant les sous 
unités β (Mitchison et al., 1993, Figure 5).  
L’arrangement des sous-unités est décrit à l’aide d’hélices de dimères  qui font du MT une 
structure hélicoïdale (Dustin et al., 1980). Au vue du nombre de protofilaments (en général, 13), 
les hélices du MT ne sont pas continues mais s’alignent sur une ligne appelée ligne de suture 




Figure 5 : Structure des microtubules. Les hétérodimères de tubuline α et β s’associent entre eux pour 
former les protofilaments.  13 protofilaments intéragissent latéralement pour former un tube creux  de 25 
nm appelé microtubule. Ce MT présente une irrégularité dans l’arrangement des dimères au niveau de la 
ligne de suture. 
 
  III - 2 L’assemblage des microtubules in vitro    
Les hétérodimères de tubuline α et β sont capables de s’auto-assembler in vitro sous 
certaines conditions : en présence d’une concentration suffisante de tubuline pure dite 
« concentration critique »,  de molécules de GTP, de magnésium et d’une température supérieure 
à  20°C. Cet assemblage se déroule en différentes étapes : nucléation, élongation et 
désassemblage. 
 
III - 2-1  Nucléation  
Lors de la nucléation, les hétérodimères de tubuline s’associent entre eux. Deux 
hypothèses sont proposées pour expliquer cette nucléation.  
- Soit les dimères de tubuline forment des protofilaments qui interagissent latéralement 
pour constituer les MTs (Flyvbjerb et al., 1996 ; Figure 6A). 
- Soit la nucléation des MTs a lieu en deux étapes avec la formation de complexes 
intermédiaires (Caudron et al., 2002 ; Job et al., 2003 ; Figure 6 ). Ces complexes 
contiendraient un nombre limité de dimères et sont appelés pour cela oligomères de 
tubuline. Certains dimères ne sont pas complexés au sein des oligomères et restent 
disponibles. Ces oligomères constituent un noyau actif sur lequel les dimères de 
tubuline libres vont s’associer pour former des feuillets de tubuline qui aboutiront 




Figure 6 : Modèle de la nucléation des microtubules in vitro. La nucléation est l’étape de formation 
des MTs. Différents modèles ont été proposés : en A/, les MTs se forment à partir d’un arrangement 
régulier d’hétérodimère de tubuline appelé protofilament. En B/, les MTs se forment à partir des 
oligomères de tubuline qui forme un noyau sur lequel les dimères de tubuline libres vont s’additionner. 
D’après Job et al., 2003.  
 
III - 2-2 Elongation  
Les MTs vont ensuite polymériser par addition d’hétérodimères de tubuline-GTP aux 
extrémités du MT. Au cours de cette étape, la molécule de GTP associée à la tubuline β est 
hydrolysée (Hyman et al., 1992). La conséquence de l’hydrolyse du GTP est le désassemblage des 
MTs. Le MT s’allonge alors quand la vitesse d’addition de la tubuline-GTP sur une des extrémités 
est plus rapide que la vitesse d’hydrolyse du GTP.   
 
III – 2-3 Désassemblage  
Le désassemblage se produit spontanément après l’hydrolyse du GTP. Des dimères de 
tubuline sont alors libérés. Une dilution de la tubuline, une exposition au froid, un ajout de 
calcium dans la solution ou une incubation avec des drogues anti-microtubulaire comme la 
colchicine (alcaloïde se fixant lentement et irréversiblement aux dimères de tubuline, causant ainsi 
le désassemblage des MTs) ou le nocodazole (substance inhibitrice de la polymérisation des MTs) 
entraîne le désassemblage des MTs en tubuline-GDP au niveau de leur extrémité. 
 
  
III –3 Dynamique des MTs à l’état stationnaire 
 
L’état stationnaire correspond à une phase où la concentration en tubuline libre est égale à 
la concentration critique. Les MTs n’étant pas des structures inertes mais dynamiques, ils 
échangent en permanence leur sous-unité de tubuline avec le milieu (Johnson et Borisy, 1977). Ils 
sont alors caractérisés par deux comportements distincts :  
 - Le phénomène de « tapis roulant » ou « treadmiling » (Margolis et Wilson, 1981) : 
la polarité des MTs influence la cinétique d’assemblage et de désassemblage des dimères de 
tubuline à chaque extrémité du MT. Les dimères de  tubuline s’associent au MT au niveau de 
l’extrémité où la cinétique d’assemblage nette est la plus élevée (extrémité β ou positive) alors  que 
les dimères se dissocient au niveau de l’extrémité où la cinétique d’assemblage nette est la plus 
faible (extrémité α ou négative) (Figure7A). De ces différences d’assemblage  résulte un flux de 
sous unités de tubuline dans le MT ou phénomène de tapis roulant (Figure 7B et 7C). Même si la 
longueur des MTs peut ne pas varier,  il existe tout de même un flux de tubuline de l’extrémité 
























Figure 7 : La polarité et le processus de « tapis roulant » des microtubules. A/ La polarité des 
microtubules : L’extrémité « plus » est l’extrémité où l’incorporation de tubuline est favorisée et 
l’extrémité « moins » est celle où la perte de tubuline est plus importante. B/ Représentation 
schématique du processus de « tapis roulant » des microtubules ayant une extrémité attachée. 
Pour suivre le comportement des hétérodimères de tubuline, certains ont été représentés de couleurs plus 
claires ou plus foncées. Des dimères de tubulines s’additionnent séquentiellement à l’extrémité 
d’assemblage, si bien qu’ils s’éloignent de plus en plus de cette extrémité. Dans le même temps, des 
dimères sont libérés au niveau de l’extrémité de désassemblage. Le dimère semble donc traverser le MT de 
l’extrémité d’association vers l’extrémité de dissociation. C/ Représentation schématique du processus 
de « tapis roulant » des microtubules ayant leur deux extrémités libres. 
 
 - L’instabilité dynamique (Figure 8).  Elle a été mise en évidence en mesurant la longueur 
des MTs en état stationnaire (Mitchison et Kirschner, 1984). Alors que la quantité de tubuline 
assemblée est constante, la longueur moyenne des MTs fluctue fortement : il existe des MTs qui 
assemblent et d’autres qui désassemblent même si la concentration en tubuline reste constante. 
Ceci a été nommé « instabilité dynamique de la croissance microtubulaire ». Cette instabilité a 
ensuite été observée sur des MTs individuels grâce à la vidéomicroscopie (Bayley et al., 1994 ; 
Figure 8A). Des MTs ont été suivi au cours du temps et leur longueur mesurée. Les MTs 
subissent successivement un assemblage (addition de dimères) qui allonge le MT puis un 
désassemblage rapide (dissociation de dimères) qui raccourcit le MT (Figure 8A). Les transitions 




sont appelées catastrophes et les transitions entre la phase de désassemblage et la phase 
d’assemblage sont nommées sauvetages (Figure 8 A et B). Les MTs ne sont pas toujours en phase 
d’assemblage ou de désassemblage, ils peuvent également être en pause. Cet état est beaucoup 






Figure 8 : Dynamique des microtubules. (A) Evolution au cours du temps de la longueur d’un 
microtubule à l’état stationnaire observé en vidéomicroscopie (Bayley et al., 1994). (B) L’instabilité 
dynamique correspond à une oscillation  de périodes d’élongation qui durent jusqu’à un point critique dit 
catastrophe, où le microtubule dépolymérise fortement pour ensuite se reformer au cours du sauvetage. 
 
L’instabilité dynamique nécessite de l’énergie qui provient de l’hydrolyse du GTP sur la 
tubuline β. La polymérisation du MT est suivie de l’hydrolyse du GTP en GDP. Il a été montré,  
à l’aide d’analogues non hydrolysables de GTP, que l’hydrolyse de ce dernier ne joue pas un rôle  
dans l’assemblage mais est au contraire impliqué dans la dépolymérisation (Erickson et O’Brien, 
1992). En effet, la formation du GDP entraîne un changement conformationnel des sous-unités 
et un affaiblissement des liaisons entre dimère et polymére, favorisant la dépolymérisation. Des 
dimères de  tubuline sont additionnées aux extrémités des MTs (Hyman et al., 1992). En 
revanche, l’hydrolyse du GTP est nécessaire pour déstabiliser la paroi du MT et permettre par la 
suite sa dépolymérisation.  
Le mécanisme permettant d’expliquer le phénomène d’instabilité dynamique n’est pas 
connu précisément. Le modèle de « la coiffe GTP » pourrait l’expliquer (Mitchison et Kirschner, 
1984 ; Carlier et Pantaloni, 1981). Il est fondé sur deux états conformationels de la tubuline : un 
état GDP instable constituant l’essentiel du MT et un état GTP stable coiffant l’extrémité positive 
du MT. La polymérisation rapide est favorisée par la forte affinité des sous-unités de tubuline-
GTP libre pour la coiffe. Tant que cette « coiffe GTP » persiste, le MT ne dépolymérise pas. La 
  
perte aléatoire de la coiffe entrainerait une catastrophe et une dépolymérisation rapide du MT 
(Erickson and O’Brien, 1992).  
 
III - 4  La dynamique d’assemblage des microtubules in vivo   
 
 III – 4-1 Organisation des MTs neuronaux 
Dans la majorité des cellules non neuronales, les MTs sont nucléés à partir d’un centre 
organisateur appelé centrosome. Leurs extrémités négatives sont ancrées au niveau du 
centrosome alors que leurs extrémités positives irradient dans tout le cytoplasme. Il en est de 
même dans les cellules neuronales non différenciées. Dans les cellules neuronales différenciées, 
les MTs ne sont plus ancrés au niveau du centrosome (Baas et al., 1994 ; Wenquian et al., 1993). 
Ils sont nucléés au niveau du centrosome mais sont ensuite transportés dans les extensions 
neuritiques. Les MTs neuritiques sont en effet très organisés : dans les axones, leur extrémité 
négative est située au niveau du corps cellulaire et leur extrémité positive pointe vers la 
terminaison axonale. Mais dans les dendrites, les MTs sont orientés dans les deux sens (Black et 
Bass, 1989). Il a été montré que l’extrémité positive de certains MTs axonaux pouvait servir de 
centre de nucléation relais (Ahmad et Baas, 1992) ; les MTs ne pouvant pas être continus sur 
toute la longueur de l’axone.  
Les MTs sont également très dynamiques dans les cellules : ils se renouvellent en 
permanence par des phases d’assemblage et de désassemblage. Les mécanismes d’instabilité 
dynamique et de « treadmililling »  ont été également mis en évidence in vivo (Cassimeris et al., 
1988 ; Rodionov et Borisy, 1997). Cette dynamique est plus lente qu’in vitro, elle est variable selon 
le type de cellules, les MTs neuronaux étant particulièrement stables comparés aux MTs d’autres 
types cellulaires (Seitz-Tutter el al., 1988). Cette particularité s’acquiert progressivement au cours 
du développement et de la maturation des extensions neuritiques (Lim et al., 1989). La dynamique 
des MTs est finement régulée dans le neurone par différents facteurs : des protéines associées aux 
microtubules ou  MAPs (Microtubule Associated Protein ;  je décrirai ces MAPs dans mon 
deuxième chapitre), des protéines capable de lier les « bouts plus » des MTs (nommés +TIPs), des 
protéines séquestrant les hétérodimères de tubuline et enfin des modifications post-
traductionnelles qui touchent la tubuline.  
  III - 4-2 Les modifications post-traductionnelles de la tubuline 
 La tubuline peut subir de nombreuses modifications post-traductionnelles, générant une 
grande diversité dans les populations de microtubules (Westermann et Weber, 2003). Toutes ces 
modifications post-traductionnelles représentent un véritable « code tubuline », comparable au 
  
code histone qui régule l’assemblage de la chromatine et la transcription des gènes (Verhey et 
Gaertig, 2007). Ce code module la fonction de la tubuline mais influence également le 
recrutement des effecteurs microtubulaires comme les MAPs et régule alors les fonctions liées 
aux MTs  (Hammond et al., 2008). Toutes ces modifications ont lieu au niveau des sous-unités de 
tubuline déjà incorporées dans les MTs sauf pour la phosphorylation de la serine 172 de la 
tubuline β qui a lieu sur la tubuline non-polymérisée (Fourest-Lieuvin et al., 2006). Ces différentes 
modifications post-traductionnelles peuvent avoir lieu sur des sites très proches, ce qui laisse 
penser qu’une modification peut influencer le taux ou l’activité des enzymes d’autres 
modifications.  
 
III - 4-2-1 L’acétylation de la tubuline 
 La tubuline α peut être acétylée au niveau de la lysine 40, orientée vers la lumière du MT 
(Nogales et al., 1999). L’ajout d’un groupement acétyl est réalisé par une acétyltransférase (non- 
identifiée) et son retrait par une déacétylase HDAC6, qui présente une homologie de séquence 
avec la famille des Histones DéACétylase  et par la protéine SIRT2 (Silent information Regulator 
2) (Hubbert et al., 2002 ; North et al., 2003). L’acétylation est souvent associée à un état stable et à 
une plus grande résistance vis-à-vis des drogues dépolymérisantes des MTs. L’acétylation 
augmente notamment l’affinité du moteur moléculaire kinésine1 pour les MTs, in vitro et in vivo 
(Reed et al., 2006). La déacétylation de la tubuline par SIRT2 est impliquée dans la différentiation 
oligodendrocytaire (Teng et al., 2008). 
 
III - 4-2-2 La polyglycylation de la tubuline 
 La polyglycylation consiste en l’ajout de résidus glycine (jusqu’à plus de 30 résidus) sur un 
résidu glutamate présent au niveau carboxy-terminal des tubulines α et β (Redeker et al., 1994). 
Elle est essentiellement retrouvée dans les axonèmes des Ciliés, comme par exemple chez la 
paramécie (Bre et al., 1998).  
III - 4-2-3 La  polyglutamylation de la tubuline 
 La polyglutamylation consiste à ajouter une chaîne de résidus glutamate sur des résidus 
glutamate, situés au niveau carboxy-terminal des tubulines α et β (Edde et al., 1990 ; Alexander et 
al., 1991). Cette modification est prépondérante dans les neurones de Mammifères : elle est 
présente essentiellement au niveau des MTs stables des axones. Cette réaction est réversible : 
l’addition de glutamate est réalisée par des glutamylases TTLLs (TTL-like enzymes) (Audebert et 
al., 1993 ; Janke et al., 2005). Au cours du développement neuronal, la polyglutamylation 
augmente et contrôle l’interaction des différentes MAPs avec les MTs : les protéines Tau, 
  
MAP1B, et MAP2 ont une affinité diminué pour les MTs très polyglutamylés alors que la 
protéine MAP1A se lie préférentiellement à la tubuline polyglutamylée (Audebert et al., 1994 ; 
Bonnet et al., 2001). Mais également, elle influence la processivité du moteur moléculaire kinesine 
(Thorn et al., 2000). 
 
III - 4-2-4 La tyrosination/détyrosination de la tubuline 
La tubuline α est synthétisée avec une tyrosine comme aa carboxy-terminal, on la nomme 
« tubuline Tyr ».  Cette tyrosine peut être clivée par une Tubuline CarboxyPeptidase (TCP) 
encore non-identifiée. La tubuline α expose ainsi un résidu glutamate, elle est alors nommée 
« tubuline Glu ». Une tyrosine peut être remise en place grâce à la Tubuline Tyrosine Ligase 
(TTL) (Barra et al., 1988 ; MacRae et al., 1997 ; Figure 9). La « tubuline Glu » peut subir un autre 
clivage enzymatique et perdre son résidu glutamate carboxy-terminal, la tubuline qui en résulte est 






Figure 9 : Le cycle de détyrosination-tyrosination de la tubuline α. La Tubuline Carboxy Peptidase 
clive la tyrosine carboxy-terminale de la tubuline α, produisant ainsi de la tubuline détyrosinée ou 
« tubuline Glu ». Cette « tubuline Glu » peut être le substrat de la tubuline tyrosine ligase qui ajoute une 
nouvelle tyrosine. La « tubuline Glu » peut également être le substrat d’une carboxy-peptidase clivant le 
glutamate carboxy-terminal de la « tubuline Glu », ce qui produit la tubuline Δ2. 
 
La tyrosination de la tubuline par la TTL survient uniquement sur les dimères de tubuline 
libre alors que la TCP, même si elle n’est pas connue, agirait préférentiellement sur les MTs 
assemblés (Webster et al., 1987 ; Wehland and Weber, 1987). La détyrosination traduit la durée de 
vie d’un MT. En effet, plus un MT est détyrosiné, plus le début de sa polymérisation est ancienne 
(Khawaja et al., 1988). D’un point de vue quantitatif, les MTs neuronaux contiennent environ 
  
20% de tubuline tyrosinée, 40% de tubuline détyrosinée et 40% de tubuline-Δ2 (Paturle-
Lafanechère et al., 1994). Cette tubuline Δ2 est une isoforme de tubuline spécifiquement présente 
dans les neurones différenciés, aussi bien dans les dendrites que dans les axones (Paturle-
Lafanéchère et al., 1994 ; Guillaud et al., 1998). L’invalidation du gène codant pour la TTL a 
permis de mettre en évidence que le cycle détyrosination/tyrosination de la tubuline α est 
impliquée dans la différenciation neuronale, le positionnement du noyau et la morphogénèse 
(Erck et al., 2005 ; Peris et al., 2006). La perte de l’activité TTL accompagne la progression 
tumorale ce qui indiquerait que la TTL est un possible suppresseur de tumeur (Lafanéchère et al., 
1998).  
 
    III - 4-2-5 La phosphorylation de la tubuline 
  Lors de la purification de tubuline de cerveau, de la tubuline β phosphorylée a été 
identifiée (Eipper et al., 1972). La phosphorylation de la tubuline, notamment de la tubuline βIII, 
intervient dans la différenciation et  la croissance neuritique des cellules de neuroblastomes de 
souris en culture (Gard and Kirschner, 1985). Cette phosphorylation dépend de la quantité de 
tubuline assemblée en MTs car le taxol (qui stabilise les MTs) augmente la quantité de tubuline 
phosphorylée alors que le nocodazole (qui entraîne une dépolymérisation des MTs) diminue cette 
quantité. Potentiellement, la phosphorylation de la sérine 172 de la tubuline β par le complexe 
Cdk1/Cycline B pourrait gêner la liaison du GTP sur la tubuline β ou les interactions inter-
dimères (Fourest-Lieuvin et al., 2006). 
 
III - 4-2-6 La palmitoylation de la tubuline  
La palmitoylation de la tubuline (c'est-à-dire l’ajout d’un acide palmitique : cette 
modification post-traductionnelle fera l’objet du chapitre III de cette introduction) intervient sur 
la cystéine 376 de la tubuline α (Caron et al., 1997 ; Ozols and Caron, 1997). Cette modification 
permettrait de localiser la tubuline à la membrane (Zambitto et Wolff, 2001). 
  
III – 5 Rôles des microtubules neuronaux 
Dans les neurones, les MTs jouent un rôle majeur dans la mise en place et le maintien de 
leur morphologie asymétrique mais ont également des rôles structuraux et motiles clés dans le 
transport des vésicules ou des organites dans leur cytoplasme et dans leurs extensions neuritiques 
(Hyams et Lloyld, 1994). Cette diversité fonctionnelle s’explique par une grande diversité des 
réseaux microtubulaires au niveau de leurs propriétés dynamiques et structurales. 
 
  
   III – 5-1 Microtubules et croissance neuronale 
Lors des premiers stades de différentiation des neurones primaires en culture, l’invasion 
de protusions membranaires par des MTs seuls ou en faisceaux parallèles, émergeant du soma, 
signe le début du développement neuritique. Ensuite, ce réseau de faisceaux parallèles de MTs qui 
présentent leurs extrémités positives au niveau distal du lamellipode va permettre à la membrane 
de se condenser pour former un petit neurite, possédant à son extrémité un cône de croissance 
riche en actine (Dotti, et al., 1988, paragraphe I - 2). Les MTs vont se stabiliser et permettre alors 
aux neurites d’être « en pause ». La croissance axonale va ensuite dépendre de la dynamique des 
MTs axonaux et des microfilaments d’actine (Lasek et al., 1986 ; Bamburg et al., 1986 ; voir 
paragraphe I - 2).  
Au cours de la différentiation neuronale, le neurone se polarise quand un des neurites 
accélère sa croissance pour devenir un axone. Cet axone ainsi que les autres neurites, appelés les 
dendrites possèdent à leur extrémité un cône de croissance. Les MTs ont une organisation 
particulière au sein de ce cône de croissance. En effet, ils se présentent sous la forme de paquets 
stables dans la région centrale et sous forme de filaments isolés très dynamiques à la périphérie du 
lamellipode (Dent et Gertler, 2003, Figure 10). Le réseau de MTs présent dans la région 
périphérique interagit avec le réseau d’actine, permettant une régulation réciproque (Rochlin et al., 
1999), nécessaire aux mouvements du cône de croissance dans l’exploration de l’espace 
cytoplasmique (Zhou et al., 2002). L’inhibition de cette dynamique dans les cônes de croissance a 
en effet mis en évidence son implication dans le choix de la direction axonale (Tanaka et 
Kirschner, 1991 ; Challacombe et al., 1997). 
 
 
Figure 10 : Organisation du cytosquelette du cône de croissance. Dans un cône de croissance en 
développement, les MTs tyrosinés dynamiques (tyr-MTs) se localisent au niveau de la région périphérique 
(P sur la figure). Les MTs acétylés stables (ace-MTs) sont concentrés dans la région centrale (C sur la 
  
figure) et dans l’axone. D’après Dent et Getler, 2003. 
 
Nous venons de mettre en exergue le rôle essentiel de la dynamique des microtubules 
dans la fonction neuronale. Leur polarité est aussi une caractéristique importante : elle permet 
d’établir une différence morphologique et fonctionnelle entre les deux types de prolongements 
neuronaux  (Mandell et al., 1995). Dans les axones, les MTs sont tous orientés avec leur extrémité 
positive vers le cône de croissance alors que dans les dendrites, ils sont orientés dans les deux 
sens, de façon aléatoire (Baas et al., 1991). Il est aussi important de noter que dans les axones les 
MTs sont orientés de façon parallèle alors que dans les dendrites ils ont une orientation aléatoire. 
L’orientation parallèle permettrait de générer des forces de compression qui s’opposent à la 
tension exercée lors de l’allongement de l’axone. Cette force est plus faible dans les dendrites du 
fait de l’orientation aléatoire des MTs. Les dendrites s’allongent uniquement s’ils compensent la 
tension de surface par une adhésion accrue sur leurs supports (Prochiantz et al., 1995). Ces 
observations pourraient expliquer les différences de longueur entre les dendrites et l’axone. 
Très récemment, la présence de petits MTs au niveau des épines dendritiques a été mis en 
évidence après un protocole de potentialisation à long terme (LTP), en microscopie électronique 
(Mitsuyama et al., 2008) 
 
III –5-2 Les microtubules dans le transport vésiculaire et le maintien 
des organites 
Dans le neurone, la synthèse protéique se situe majoritairement au niveau du soma, des 
dendrites et de leurs épines (Ehlers et al., 2000 ; Huber et al., 2000). Le réseau microtubulaire sert 
de « rails » sur lesquels les moteurs moléculaires (dynéine et kinésines) vont spécifiquement 
s’associer pour permettre le transport des vésicules-cargo, du corps cellulaire jusqu’à l’extrémité 
axonale (Hirokawa et al., 1998) ou inversement. Les MTs sont également importants pour le 
transport des vésicules entre le réticulum endoplasmique et l’appareil de Golgi et entre le réseau 
trans Golgien (TGN) et la membrane plasmique. Ils sont également impliqués au routage des 
ARNm nécessaires à la traduction de certaines protéines au niveau du cône de croissance axonale, 
comme par exemple le transport des ARNm de l’actine ou de la tubuline (Vale et Fletterick, 
1997 ; El-Husseini et al., 2002 ; Eng et al., 1999).  
Les MTs jouent également un rôle dans le maintien de l’organisation des organites comme 
l’appareil de golgi. En présence de nocodazole, drogue qui entraînent la dépolymérisation des 
MTs, les empilements de membranes golgiennes se déconnectent, se dispersent dans tout le 
  
cytoplasme et forment alors des petits fragments golgiens qui restent tout de même fonctionnels 
(Thyberg et al., 1999).  
  
Chapitre  2 : Les effecteurs microtubulaires neuronaux 
 
 
 Lors de la purification de préparations enrichies en microtubules, réalisées à partir  
d’extrait de cerveaux, et après plusieurs cycles de polymérisation/dépolymérisation des MTs, une 
fraction protéique associée aux MTs polymérisés persiste (Sloboda et al., 1976 ; Olmsted et al., 
1986). Les préparations ainsi obtenues contiennent environ 60% de tubuline et 40% de protéines 
interagissant avec les MTs ou MAPs (Microtubule Associated Proteins). Certaines MAPs ont une 
action directe sur les MTs : elles peuvent les stabiliser, promouvoir leur assemblage ou au 
contraire leur dépolymérisation voire leur fragmentation. D’autres protéines agissent sur la 
dynamique microtubulaire en contrôlant le pool de tubuline libre ou en liant les extrémités 
positives des MTs telles que les protéines CLIPs, les CLASPs et EB1 (Akhamanova et Steinmetz, 
2008). D’autres MAPs sont impliquées dans le transport neuronal, ce sont  les moteurs 
moléculaires dynéine et kinésine.  
Dans les neurones, ces différentes MAPs exercent des fonctions spécifiques et 




I – Les protéines stabilisatrices des MTs 
   
  I -1 Les MAPs classiques 
Les MAPs classiques ou structurales ont été les premières protéines liant les MTs  
impliquées dans la régulation de leur dynamique. Elles sont généralement divisées en trois 
familles : les protéines MAP1, MAP2 et la protéine Tau. D’autres MAPs ont été décrites par la 
suite, comme par exemple les protéines Doublecortine et STOPs qui sont responsables de 









I – 1-1  Les MAPs de types 1 (MAP1) 
 Chez la plupart des vertébrés, les protéines MAP1 sont au nombre de  3 : MAP1A (380 
kDa), MAP1B (330 kDa) et la plus légère MAP1S (120kDa ; Halpain et Dehlmet, 2006). Ces 
protéines sont codées par des gènes distincts. Chaque protéine de cette famille est synthétisée 
sous la forme d’un précurseur polypeptidique qui est ensuite clivé, à proximité de l’extrémité 
carboxy-terminale, en une chaine lourde (HC) et une chaine légère (LC) (Figure 11). Les chaînes 
lourdes et les chaînes légères des protéines MAP1A et MAP1B contiennent un domaine de 
liaison aux MTs, localisé du côté amino-terminal. Les chaînes légères possèdent, en plus, un site 
de liaison à l’actine à leur extrémité carboxy-terminale. Les protéines MAP1A et MAP1B sont 
donc capables de promouvoir l’assemblage de la tubuline, de lier et de stabiliser les MTs lors de 
leur exposition aux drogues dépolymérisantes (comme le nocodazole) (Bondallaz et al., 2006 ; 
Hirokawa et al., 1994). Elles peuvent  également interagir avec les microfilaments d’actine (Togel 
et al., 1998 ; Noiges et al., 2002) et faire alors le lien entre ces deux éléments du cytosquelette. 
 La protéine MAP1S diffère des autres MAP1 : seule sa chaîne légère possède un domaine 
de liaison aux MTs à son extrémité amino-terminale, différent de celui des chaînes légères des 
protéines MAP1A et MAP1B (Figure 11). L’interaction de la protéine MAP1S complète n’a pas 
d’effet sur les MTs, seule la liaison de la chaîne légère stabilise les MTs, en les rendant résistants 
aux agents dépolymérisants comme la colchicine et le nocodazole (Orban-Nemeth et al., 2005). 




Figure 11: Représentation schématique des protéines MAP1. Les protéines de la famille MAP1 sont 
au nombre de 3 : MAP1A, MAP1B, MAP1S. Elles sont toutes trois clivées en une chaîne légère (LC) et 
une chaîne lourde (HC). Elles lient les microtubules et l’actine.  : domaine de liaison à l’actine ;  
 : site de liaison aux microtubules ;  -------- : site de clivage entre chaîne lourde et chaîne légère. 
 
 
 L’expression des MAP1 est fortement régulée au cours du développement : la protéine 
MAP1B est exprimée majoritairement au stade précoce du développement neuronal puis son 
  
taux d’expression diminue chez l’adulte. Le profil d’expression de MAP1A est l’inverse de celui 
de la protéine MAP1B (Tucker et al., 1989 ; Schoenfeld et al., 1989). MAP1S, quand à elle, est une 
protéine ubiquitaire (les taux d’expression les plus élevés étant dans le cerveau, les testicules, le 
cœur, le poumon et le foie). Son profil d’expression se rapproche de celui de la protéine MAP1A 
(Orban-Nemeth et al., 2005). 
La protéine MAP1A est fortement exprimée au niveau des dendrites et joue un rôle dans 
le contrôle de la synaptogénèse ; l’augmentation croissante de sa concentration est concomitante 
avec l’expansion de l’arborisation dendritique (Szebenyi et al., 2005). La protéine MAP1B est 
présente dans tous les compartiments neuronaux, elle est retrouvée de manière prépondérante au 
niveau des axones en développement et de leurs cônes de croissance (Black et al., 1994). Les 
neurones issus de souris invalidées pour le gène codant pour MAP1B migrent de manière 
anormale et présentent des défauts  de croissance (Gonzales-Billault et al., 2000 ; Edelman et al., 
1996). La protéine MAP1B peut être phosphorylée : on observe alors une diminution de la 
stabilité des MTs (Goold et al., 1999). MAP1B joue donc un rôle essentiel dans la croissance 
axonale en  influençant l’équilibre stabilité / dynamique des microtubules au niveau des cônes de 
croissance. 
 
  I – 1-2 Les MAPs de type 2 (MAP2) 
 Les protéines de la famille MAP2 sont issues d’un épissage alternatif de l’ARNm transcrit 
à partir d’un seul gène (Neve et al., 1986). Cette famille est divisée en deux groupes : les MAP2 de 
haut poids moléculaire (MAP2A et MAP2B ; 280 et 270 kDa respectivement) et les MAP2 de 
faible poids moléculaire (MAP2C et MAP2D ; 70 et 75 kDa respectivement). La région carboxy-
terminale de chacune de ces isoformes contient 3 ou 4 régions répétées de 18 aa, constituant le 
domaine de liaison aux MTs (Figure 12 ; Lewis et al., 1988). Les protéines MAP2 peuvent lier les 
MTs et réguler leur dynamique en les stabilisant (Ferhat et al., 1990 ; Kaesh et al., 1996). Cette 
liaison aux MTs dépend de l’état de phosphorylation des protéines MAP2 : les MAP2 non 
phosphorylées ou hyper-phosphorylées ne s’associent plus aux MTs (Brugg and Matus, 1991). Le 
domaine de liaison aux MTs est également impliqué dans l’interaction des MAP2 avec les 
microfilamants d’actine. Cependant, le rôle de MAP2 dans la liaison du cytosquelette d’actine aux 




Figure 12 : Organisation moléculaire des principales isoformes de MAP2.  Les protéines de la 
famille MAP2 sont divisées en deux catégories : les protéines MAP2 de haut poids moléculaire (MAP2A 
et MAP2B) et les protéines de faible poids moléculaires (MAP2C et MAP2D).    domaine de liaison 
aux microtubules. 
  
Les protéines MAP2A et MAP2B sont exclusivement exprimées dans le soma et les 
dendrites des neurones (Caceres et al., 1984 ; Bernhardt et Matus, 1982). Les protéines MAP2C et 
MAP2D  sont également exprimées dans les neurones mais sont également présentes dans les 
cellules gliales (Meichsner et al., 1993 ; Doll et al., 1993). MAP2B est exprimée tout au long du 
développement du système nerveux et persiste à l’âge adulte alors que MAP2A est 
majoritairement exprimée dans le cerveau adulte (Binder et al., 1984). MAP2C est l’isoforme 
juvénile des MAP2 : son expression diminue très tôt au cours du développement neuronal 
(Garner et al., 1988). L’expression de MAP2A augmente quand celle de MAP2C diminue (Chung 
et al., 1996 ; Figure 14).  
L’inhibition de l’expression de MAP2 dans des neurones primaires différenciés, grâce à 
des oligonucléotides anti-sens, entraîne une diminution du nombre de neurites ainsi qu’une 
désorganisation du réseau microtubulaire neuritique (Gonzalles-Billault et al., 2002 ; Sharma et al., 
1994). Les protéines MAP2 semblent donc être impliquées dans la morphogénèse neuronale. 
Cependant, les souris invalidées pour le gène codant pour les protéines MAP2 ne présentent 
aucune anomalie dans l’organisation du système nerveux central (Teng et al., 2001). Aucun défaut 
de la polarisation des neurones d’hippocampe de ces souris n’est observé immédiatement après la 
mise en culture. Mais un raccourcissement des dendrites est remarqué après plusieurs semaines de 
culture de ces neurones. Les protéines MAP2 semblent donc avoir un rôle spécifique mais pas 
essentiel dans la morphogénèse neuronale. L’absence des protéines MAP2 dans des neurones en 
culture et dans l’animal entier n’aboutit pas au même phénotype. Une compensation par d’autres 
MAPs peut expliquer les différences. En effet, des souris doublement déficientes pour les gènes 
map2a et map1b présentent des défauts de la croissance neuronale, plus sévères que ceux observés 
chez les souris simplement invalidées pour le gène map1b (Teng et al., 2001). 
  
  I –1-3 La protéine Tau 
 La protéine Tau existe sous un grand nombre d’isoformes générées par l’épissage 
alternatif d’ARNm  issu d’un seul gène. Les protéines Tau se caractérisent par une région amino-
terminale de taille variable en fonction des isoformes, contenant un domaine riche en résidus 
proline et une région carboxy-terminale portant le domaine de liaison aux MTs (Figure 13). Ce 
domaine comprend trois (isoforme nommée 3R) ou quatre (isoforme nommée 4R) motifs répétés 
de 31 ou 32 aa. Ces motifs répétées correspondent à ceux retrouvés dans la séquence de MAP2 
(Himmler et al., 1989). Les isoformes 3R et 4R se divisent également en fonction du nombre de 
domaines riches en prolines situé à l’extrémité amino-terminale : 2 domaines pour Tau 3L et Tau 
4L, 1 domaine pour Tau 3S et Tau 4S ou aucun pour Tau 3 ou Tau 4 (Robert et al., 2007 ; Figure 
13). 
 
Figure 13 : Représentation schématique des différentes isoformes des protéines Tau. Différentes 
isoformes de Tau sont exprimées dans le cerveau : des isoformes contenant 3 domaines de liaison aux 
microtubules (Tau 3R) et 4 domaines (Tau 4R). Le nombre de domaines riches en prolines localisés au 
niveau de l’extrémité amino-terminale divise encore les Tau : Tau 4L et Tau 3L contiennent deux 
domaines riches en proline, Tau 4S et Tau 3S en contiennent un seul et Tau 4 et Tau 3 aucun. 
 
Toutes les isoformes de Tau sont capables de lier les MTs, de les stabiliser et de les 
protéger contre les catastrophes en favorisant l’assemblage de tubuline à leur extrémité positive 
(Trinczek et al., 1995). Les isoformes 4R ont une meilleure affinité pour les MTs que les 
isoformes 3R (Lu and Kosik, 2001). La liaison aux MTs des protéines Tau est fortement régulée 
par leur état de phosphorylation (Cho et al., 2002). Les Protéines Tau peuvent être phosphorylées 
soit au niveau de la région riche en proline soit au niveau de leurs domaines de liaison aux MTs 
(Cho et al., 2003). Leur phosphorylation inhibe leur association avec les MTs (Cho et al., 2003). 
Dans des cas pathologiques, comme par exemple dans la maladie d’Alzheimer, la protéine Tau est  
hyper-phosphorylée et forme des agrégats dans le neurone entraînant une « dystrophie » des 
  
neurites (Grundke-Iqbal et al., 1986 ; Stoothoff et Johnson, 2005). Les protéines Tau sont 
également capables de lier les membranes plasmiques via la zone très riche en proline (Brandt et 
al., 1995 ; Figure 13). Il a récemment été montré que les protéines Tau pourraient être associées 
aux membranes golgiennes et servir alors de lien entre ces membranes et les MTs (Farah et al., 
2006). 
 Les différentes isoformes de Tau ont une expression variable au cours du développement 
neuronal : l’isoforme Tau 3 s’exprime au cours du développement embryonnaire alors que les 
autres isoformes 3R et les isoformes 4R apparaissent à l’âge adulte (Kosik et al., 1989, Figure 14). 
Au cours du développement neuronal, la phosphorylation des protéines Tau est également 
régulée : elle diminue avec l’âge (Grundke-Iqbal et al., 1986). 
 Les protéines Tau sont essentiellement localisées dans les axones. Elles semblent jouer un 
rôle majeur dans la maturation neuronale (Binder et al., 1985). L’inhibition de l’expression des 
protéines Tau par des oligonucléotides anti-sens entraîne un ralentissement de la croissance 
axonale dans des cultures primaires de neurones (Caceres et Kosik, 1990). Cependant, 
l’invalidation du gène t au chez la souris, n’entraîne pas une pousse ralentie des axones, excepté au 
niveau des axones de petits calibres où la proportion de Tau est normalement supérieure par 
rapport aux autres MAPs (Harada et al., 1994). Des phénomènes compensatoires peuvent 
expliquer cette absence de défauts. En effet, ces souris présentent une augmentation de 
l’expression de MAP1A (Dawson et al., 2001). De plus, les souris doublement déficientes pour les 
protéines Tau et MAP1B ont des défauts plus sévères que les souris simplement déficientes soit 
pour Tau soit pour MAP1B. Ces résultats mettent clairement en évidence que ces deux protéines 
ont des fonctions redondantes dans l’organisation des MTs au niveau de la différentiation 
neuronale (Takei et al., 2000).  
Enfin, la protéine Tau se lie aux MTs et organise la polarité neuronale (Kosik et 
Greenberg, 1994). Sur des cultures primaires de neurones,  les neurites se développant au cours 
des premières heures qui suivent la mise en culture sont indifférenciés et contiennent à la fois la 
protéine tau et la protéine MAP2. Lorsque les neurones commencent à se polariser, la protéine 
tau devient prépondérante dans le prolongement qui deviendra l’axone (Kosick et Fish, 1997). 
 
  I – 2 La protéine Doublecortine (DCX) 
 La protéine Doublecortine (DCX, 50 kDa) est une MAP qui contient, au niveau de sa 
région amino-terminale, deux motifs répétés de 90 aa responsables de sa liaison aux MTs, ces 
motifs ne présentant aucune homologie de séquence avec les domaines de liaison aux MTs des 
protéines MAP2 et Tau (Taylor et al., 2000). La protéine DCX stimule la formation de faisceaux 
  
parallèles de MTs, in vitro et in vivo  (Francis et al., 1999 ; Glesson et al., 1999). Elle stabilise 
également les MTs en inhibant leur dépolymérisation et en favorisant leur nucléation (Moores et 
al., 2004 et 2006). Comme chez les autres MAPs, la phosphorylation de DCX modifie ses 
propriétés : inhibition de la liaison aux MTs et de l’effet sur leur polymérisation (Schaar et al., 
2004 ; Tanaka et al., 2004).  
La protéine DCX est exprimée pendant le développement embryonnaire et se localise 
dans la partie distale des neurites en croissance des neurones immatures en cours de migration 
(Schaar et al., 2004 ; Glesson et al., 1999). Ce patron d’expression montre que la protéine DCX 
joue un rôle  central dans la différentiation et la migration neuronale. 
 Chez l’homme, les mutations de la DCX sont responsables du Syndrome de la 
Lissencéphalie de type I lié au chromosome X (maladie caractérisée par un retard mental et des 
crises d’épilepsie sévères). Les principales caractéristiques sont des défauts sévères dans la 
migration des neurones corticaux (Des Portes et al., 1998).  La plupart des mutations mises en 
évidence dans cette pathologie se situent au niveau du domaine de liaison aux MTs de la protéine 
DCX (Taylor et al., 2000). De façon surprenante, des souris exprimant des formes mutées de 
DCX n’ont pas de malformations corticales mais possèdent des anomalies de lamination de 
l’hippocampe (Corbo et al., 2002 ; Kappeler et al., 2006). Plusieurs explications peuvent nous aider 
à comprendre pourquoi les mutations de DCX n’ont pas les mêmes conséquences chez l’Homme 
et chez la souris. La distance de migration des neurones est beaucoup plus importante chez 
l’Homme que chez la souris, pouvant expliquer la plus grande sensibilité chez l’homme de 
l’absence de DCX (Kerjan et al., 2007) 
 
 
  I – 3 Les protéines STOPs 
 Dans les neurones, la majorité des MTs est stable. Ces MTs ont, en effet,  la capacité de 
résister à des conditions dépolymérisantes comme l’exposition au froid ou un traitement à 
certaines drogues (nocodazole). Les MAPs classiques sont des facteurs responsables de la stabilité 
des MTs, capables de les protéger de la dépolymérisation induite par le nocodazole. Cependant, 
elles ne sont pas responsables de leur stabilité au froid même si elles sont présentes en grande 
quantité (Pirrolet et al., 1983 ; Baas et al., 1994). La  recherche des facteurs impliqués dans la 
stabilité des MTs au froid a permis de mettre en évidence une nouvelle famille de MAPs : les 
protéines STOPs (Stable Tubule Only Polypeptide). Je décrirai de façon plus détaillée leur 
structure et leur fonction  dans le quatrième paragraphe. 
  
I – 4 Compensations et/ou régulations des protéines stabilisatrices entre 
elles  
Les protéines MAP1B, MAP2 et Tau sont des protéines essentielles dans la stabilisation 
des MTs, nécessaires au développement neuronal. Chacune de ces protéines a une fonction 
spécifique à chaque étape du développement neuronal.  Elles ne sont pas toutes associées au 
même moment et en permanence aux MTs neuronaux (Figure 14). Mais elles peuvent avoir  des 
rôles redondants ou coopératifs ainsi qu’en association avec les protéines DCX et STOP.  
Alors que l’inhibition de Tau dans les neurones empêche l’élongation neuritique, les 
souris déficientes en protéine Tau ne présentent aucun défaut. Une augmentation de la protéine 
MAP1A est observée chez ces souris (Harada et al., 1994 ; Dawson et al., 2001) et pourrait 
expliquer le phénotype observé. Les souris doublement déficientes en MAPs classiques ont des 
défauts plus sévères que les souris simplement déficientes, expliquant que l’activité des différentes 
MAPs semble pouvoir se compenser (Di Tella et al., 1996 ; Teng et al., 2001, Takei et al., 2000).   
La protéine DCX coopère avec MAP2 pour stabiliser les MTs pendant la formation des 
neurites, en ayant des activités différentes. La protéine MAP2 semble augmenter la stabilité des 
MTs pour permettre la formation des neurites alors que DCX semble induire la formation de 
faisceaux de MTs, contrôlant la segmentation du lamellipodes pour permettre la formation des 
filopodes. L’inhibition de MAP2 empêche la naissance des neurites alors que la déplétion de 
DCX dans les neurones corticaux augmente le nombre de neurites (Bielas et al., 2007). 
 
 
Figure 14 : Représentation schématique du changement d’expression des principales MAPs 
neuronales au cours du développement du cerveau de rat. E : embryon ; NN : Nouveau-né ; 5 à 20 : 
nombre de jours après la naissance ; A : adulte.  Les changements les plus importants sont observés entre 
10 et 20 jours. 
  
La coopération de ces différentes MAPs est clairement nécessaire au cours du 
développement neuronal (Figure 14). 
 
II – Les protéines régulatrices de la polymérisation des microtubules 
neuronaux 
 La dynamique des MTs peut être régulée d’une part par des protéines capables de lier 
directement les MTs et ainsi agir sur leur polymérisation ou leur dépolymérisation (paragraphe I). 
Elle peut être d’autre part être contrôlée par une régulation du pool de tubuline libre. Des 
protéines sont capables de séquestrer ou de dissocier les dimères de tubuline, présents dans le 
cytoplasme. 
  II – 1  La famille stathmine 
 La protéine Stathmine est une phospho-protéine cytosolique, initialement décrite, comme 
un relais intégrant diverses voies de signalisation intracellulaire (Sobel et al., 1991). Cette protéine 
appartient à une famille de protéines qui se divise en 3 groupes : le premier est constitué 
uniquement de la protéine Stathmine, protéine de référence contenant le domaine minimal 
partagé par tous les membres (domaine Stathmine like ou SLD ; Figure 15) ; le deuxième groupe  
contient la protéine SCG10 (Superior Cervical Ganglion Clone 10 ; marqueur de la 
différenciation neuronale), la protéine SCLIP (SCG10-Like-Protein apparentée à la protéine 
SCG10) et enfin le troisième groupe, la protéine RB3 et ses variants RB3’ et RB3’’ (Ozon et al., 
1998). Les protéines appartenant à la famille de la stathmine (protéines du groupe 2 et 3) 
possèdent une organisation moléculaire très similaire (Figure 15) : le domaine SLD et un domaine 
amino-terminal, de taille variable suivant les membres. Ce domaine se divise en 3 sous-domaines : 
un domaine A très conservé entre les différents membre de la famille et qui permet aux protéines 
de se localiser au niveau des membranes ; les autres sous-domaines A’ et A’’ sont spécifiques des 
variants RB3,  RB3’ et RB3’’ et leurs fonctions  s’expriment  uniquement lorsque le domaine A 
est absent (Di Paolo et al., 1998 ; Chauvin et al., 2008). La partie amino-terminale de la protéine 
Stathmine contient 4 sites de phosphorylation (résidus sérine) (Beretta et al., 1994). La protéine 
SCG10 possèdent les mêmes sites de phosphorylation (Antonsson et al., 1997 ). La 
phosphorylation des autres membres de la famille est connue avec moins de précisions (Tararuk 
et al., 2006 ; Ozon et al., 1997). La phosphorylation des protéines de la famille de la stathmine 
diminue leur affinité pour la tubuline et donc leur capacité à inhiber la polymérisation des MTs 




Figure 15 : Organisation moléculaire des protéines de la famille Stathmine. Les protéines 
apparentées à la stathmine (SCG10, SCLIP, RB3, RB3’ et RB3’’) partagent un domaine SLD (Stathmin 
like domain) et une extension amino-terminale ou domaine A où se situent deux résidus Cystéines (C) 
palmitoylés ( ). Les domaines A’ et A’’ sont spécifiques de RB3, RB3’ et RB3’’. Les flèches rouges 
représentent les sites de phosphorylation de la Stathmine et des autres membres de la famille stathmine. 
 
Ces protéines sont capable d’interagir aves les hétérodimères de tubuline par 
l’intermédiaire de leur domaine SLD et de les séquestrer, diminuant alors la quantité de tubuline 
libre. Elles régulent ainsi la dynamique des MTs, en diminuant l’association de dimères de 
tubuline à leurs extrémités (Curmi et al., 1997 ; Jourdain et al., 1997 ; Charbaut et al., 2001). La 
transfection d’ADNc de protéines de la famille des stathmines dans les cellules en culture 
déstabilise fortement le réseau microtubulaire (Gavet et al., 1998). Il est également proposé par 
certains groupes que ces protéines peuvent promouvoir les catastrophes des MTs (Howell et al., 
1999a et b ; Larsson et al., 1999) en agissant directement sur leurs extrémités. La stathmine semble 
capable d’interagir avec les MTs mais une telle association n’a jamais été observé in vivo (Manna et 
al., 2006).  
 La protéine Stathmine est protéine ubiquitaire avec une forte expression au niveau du 
système nerveux. Les autres membres de la famille sont principalement exprimés au niveau du 
système nerveux (Biech et al., 2003). Les protéines Stathmine et SCG10 ont un pic d’expression 
au moment de la naissance. Les protéines SCLIP et RB3 sont, quant à elles, faiblement exprimées 
au cours du développement embryonnaire,  mais leur taux d’expression reste constant à l’âge 
adulte (Ozon et al., 1999). 
 Dans les neurones, la protéine stathmine est cytosolique alors que les autres membres de 
la famille sont localisés au niveau de l’appareil de Golgi, de structures vésiculaires présentes dans 
  
le soma et dans les neurites, et au niveau du cône de croissance (Di Paolo et al., 1997 ; Gavet et al., 
1998 et 2002). Cette localisation proche des membranes dépend du domaine A amino-terminal. 
En effet, un  délétion de ce domaine de SCG10 abolit son accumulation au niveau du golgi et du 
cône de croissance et entraine sa solubilisation (Di Paolo et al., 1997 ; Lutjens et al., 2000). Ce 
domaine A possède deux cystéines qui peuvent être palmitoylées [cette modification sera décrite 
au chapitre  3 (Chauvin et al., 2008 ; Figure 15)]. Les domaines A’ et A’’ situés en aval du domaine 
A des protéines RB3, RB3’ et RB3’’ pourraient expliquer leurs différentes fonctionnalités.Par 
exemple, même si SCG10 et SCLIP ont une localisation similaire, SCLIP est impliqué dans le 
contrôle du branchement axonal alors que SCG10 est importante pour l’expansion du cône de 
croissance (Poulain et al., 2007) 
 La stathmine joue un rôle important dans la migration et dans la morphogénèse 
neuronale. SCG10 exerce un rôle dans le contrôle de la différentiation neuronale (Riederer et al., 
1997 ; Morii et al., 2006 ; Suh et al., 2004). La protéine SCLIP est importante dans le branchement 
axonal (Poulain et al., 2007). L’invalidation du gène codant pour la stathmine chez la souris 
entraîne le développement, avec l’âge, d’une axonopathie mettant en avant un rôle important de 
la stathmine dans l’intégrité du système nerveux (Liedtke et al., 2002). 
 
II – 2  La tubuline-Cofacteur B (TBCB) 
 Cette protéine TBCB (Tubulin cofactor B) a récemment été mise en évidence. C’est une 
protéine ubiquitaire, nécessaire au bon repliement de la tubuline et à la formation de 
l’hétérodimère de tubuline αβ (Tian et al., 1996). En se liant au cofacteur E, impliqué dans la 
dissociation de l’hétérodimère de tubuline, elle régule  la dynamique microtubulaire (Kortazar et 
al., 2006). Sa liaison au cofacteur E augmente la capacité de ce dernier à dissocier l’hétérodimère 
de tubuline, entrainant alors la dépolymérisation du MT. 
 La protéine TBCB est principalement exprimée pendant la neurogénèse dans le cerveau 
en développement. Elle s’accumule au niveau des extrémités de neurones en croissance au cours 
des premiers stades de différentiation, plus particulièrement au niveau de la zone de transition du 
cône de croissance. Par contre, elle est uniformément distribuée à travers l’axone et les dendrites 
dans les neurones matures, suggérant un rôle au niveau de la différentiation neuronale précoce 
(Lopez-Fanarraga et al., 2007). Elle défavorise la croissance axonale en stimulant la dissociation 
des hétérodimères de tubuline dans le cône de croissance via son interaction avec le cofacteur E 
(Lopez-Fanarraga et al., 2007). 
 
III – Les protéines de « bouts plus » des microtubules 
  
 Contrairement aux MAPs classiques qui se localisent le long des MTs, un nombre 
croissant de protéines se retrouvent à l’extrémité positive des MTs. Si les MTs seuls peuvent 
chercher leur cible dans l’espace intracellulaire et contacter les différentes membranes et 
organelles, les protéines des extrémités positives semblent être les meilleures candidates pour faire 
ce lien. Nous nous intéresserons plus particulièrement aux protéines CLIPs (Cytoplasmic Linker 




III – 1 Les protéines  CLIPs 
III – 1 – 1 CLIP-170 
La protéine CLIP-170 (Cytoplasmic Linker Proteins of 170 kDa) a été identifiée comme 
une protéine liant spécifiquement les organelles aux MTs (Pierre et al., 1992). Schématiquement, 
elle est composée (Figure 16) :   
- d’une région amino-terminale contenant deux domaines CAP-Gly (Cytoskeletal 
Associated Protein Glycine rich), responsables de sa liaison aux MTs (Pierre et al., 
1992). Notre équipe a montré que via cette région amino-terminale, les protéines 
CLIPs et d’autres protéines contenant des domaines CAP-Gly, interagissent 
préférentiellement avec les MTs tyrosinés (Badin-Larcon et al., 2004 ;  Peris et al., 
2006). Cette région est aussi responsable de l’interaction de CLIP-170 avec d’autres 
protéines de bouts plus comme les protéines EB, IQGAP et CLASPs (Figure 16). 
-  d’un domaine central en hélices α sur-enroulées, qui lui permet de former des 
dimères parallèles (Scheel et al., 1999). 
- d’une région carboxy-terminale, contenant des motifs en doigt de zinc. Ce dernier 
domaine est le domaine cargo liant les vésicules endocytaires (Pierre et al., 1992). Les 
domaines en doigt de zinc interagissent avec la région amino-terminale, lui permettant 
alors de se replier sur elle-même et de réguler de cette façon la liaison aux MTs 
(Lansbergen et al., 2004). 
Dans les cellules, CLIP-170 s’associe en forme de comète aux extrémités positives des 
MTs en croissance (Perez et al., 1999). L’association spécifique de CLIP-170 aux extrémités 
positives des MTs n’est pas encore très bien comprise. Plusieurs mécanismes expliqueraient cette 
association : CLIP-170 pourrait reconnaître et lier spécifiquement une conformation particulière 
des MTs en croissance ou nécessiterait la présence de tubuline-GTP aux extrémités des MTs ; 
  
CLIP-170 pourrait se localiser aux extrémités positives des MTs par son association à un 
intermédiaire ou CLIP-170 pourrait être transportée et déposée aux extrémités positives par un 
moteur moléculaire. Différents arguments permettent de penser que ces mécanismes pourraient 
co-exister et que l’importance de chacun change selon le modèle cellulaire analysé. Quelques 
groupes de recherche ont suggéré que la protéine CLIP-170 se lie avec une forte affinité aux MTs 
récemment polymérisés, qu’elle  se déplace par  « treadmilling » et qu’elle se dissocie par une perte 
d’affinité pour la paroi du MT (Folker et al., 2005, Komarova et al., 2005). D’autres groupes ont 
suggéré que CLIP-170 co-polymérise avec la tubuline (Perez et al., 1999 ; Arnal et al., 2004 ;  
Diamantopoulos et al., 1999 ). Bien que les homologues de CLIP-170 chez la levure, Bik1p chez 
S. cereviasiae et Tip1p chez S. pombe, soient transportés aux bouts plus des MTs par un moteur 
moléculaire de la famille des kinésines, ce mécanisme n’a pas été prouvé dans les cellules de 
Mammifères (Busch et al., 2004; Carvalho et al.,2004). Le domaine de liaison aux MTs de CLIP-
170 est capable d’interagir avec l’extrémité carboxy-terminale de la tubuline α, comme avec EB1 
(Honnappa et al., 2006). CLIP-170 ne reconnait pas les extrémités des MTs détyrosinés dans les 
cellules en culture, montrant que la tyrosine carboxy-terminale est nécessaire à l’accumulation de 
CLIP-170 aux bouts plus des MTs et qu’EB1 n’est pas suffisante (Peris et al., 2006). Pourtant, il a 
également été montré qu’EB1 joue un rôle clé dans la localisation de CLIP-170 (Komarova et al., 
2005). Niels Galjart et ses collaborateurs viennent de montrer que la polymérisation des MTs 
génère un grand nombre de site de liaison à CLIP-170 qui décroit rapidement. Ceci met en avant 
un décrochage rapide de CLIP-170 des bouts plus des MTs (Dragestein et al., 2008). 
La localisation aux extrémités positives des MTs fait agir CLIP-170 comme un régulateur 
de la dynamique des MTs. Le domaine amino-terminal de CLIP-170 a été décrit comme un 
facteur de sauvetage des MTs. Cette propriété a été mis en évidence in vitro et in vivo (Arnal et al., 
2004 ; Komarova et al., 2002).  CLIP-170 est également importante pour faire le lien entre les 
extrémités positives des MTs et leurs différentes cibles. D’ailleurs, le premier rôle décrit pour 
CLIP-170 était de faire le lien entre les vésicules d’endocytose et les MTs (Pierre et al., 1992). La 
capture des MTs au front de migration de la cellule fait intervenir CLIP-170 : d’une part, via son 
interaction avec les protéines CLASPs (voir paragraphe III-2) et aussi par l’intermédiaire de la 
protéine IQGAP1, une protéine d’union à la calmoduline qui active l’activité ATPase des petites 
protéines G. IQGAP1 lie CLIP-170, des protéines d’adhésion cellulaire et aussi les formes actives 
des petites protéines G, Cdc42 et Rac1. De cette façon, la capture des MTs via CLIP-170 et 
IQGAP1 régule la communication entre MTs et actine, la dynamique locale des microfilaments et 
l’adhésion cellulaire (Fukata et al., 2002 ; Figure 19).  
   
  
     
 
Figure 16 : Structure des CLIPs. Représentation schématique de CLIP-170, de CLIP-115 et de CLIPR-
59.  La protéine CLIP-170 interagit avec les protéines EB-1 et EB-3 et avec la protéine IQGAP1 au 
niveau de sa région amino-terminal. Elle s’associe aussi avec les protéines CLASPs au niveau de sa région 
central.  
 
Les protéines CLIPs ont un rôle important dans le développement cérébral et 
l’organisation neuronale. L’étude du modèle animal déficient en Tubuline Tyrosine Ligase (TTL), 
l’enzyme qui ajoute un résidu tyrosine C-terminale à la tubuline détyrosinée, a révélé des 
nombreuses altérations morphologiques au niveau cérébral, ainsi qu’une croissance neuritique 
accélérée dans des neurones en culture. Ces défauts sont liés à une délocalisation des protéines 
contenant des domaines CAP-Gly (comme par exemple la protéine CLIP-1701) sur des MTs 
detyrosinés (Erck et al., 2005). L’étude du modèle animal déficient en CLIP-170 n’a pas révélé des 
défauts neuronaux majeurs, probablement à cause de la compensation des autres protéines de la 
famille CLIPs  (Akhmanova et al., 2005). 
 
III – 1 – 2 Les autres CLIPs 
*La protéine CLIP-115 (Cytoplasmic Linker Proteins of 115 kDa) a une structure 
similaire à celle de CLIP-170 mais ne possède pas de motifs en doigts de zinc au niveau de son 
extrémité carboxy-terminale (De Zeeuw et al., 1997 ; Figure 16). CLIP-115 est exprimée 
majoritairement dans le cerveau. Elle se localise au niveau des dendrites de la plupart des 
neurones, où elle fait le lien entre les extrémités positives des MTs et des vésicules telles que les 
corps lamellaires dendritiques (DLB ; De Zeeuw et al., 1997 ; Hoogenraad et al., 2000) qui n’ont 
pas encore  de fonction déterminée.  
  
La localisation aux extrémités positives des MTs des protéines CLIP-115 peut lui conférer 
un rôle dans la dynamique microtubulaire et donc être indirectement impliquée dans la 
morphogénèse neuronale, même si aucune étude n’a permis pour le moment de le confirmer. Le 
gène codant pour CLIP-115 (CYLN2, cytoplasmic linker protein gene 2) est localisé dans une 
région de susceptibilité au Syndrome de Williams (Hoognraad et al., 1998). Le Syndrome de 
Willians est lié à l’association d’un retard mental, d’une cardiopathie et d’un comportement 
caractéristique (grande sociabilité, pas de réponse de peur). L’analyse des souris déficientes en 
protéines CLIP-115 montre que l’absence de CLIP-115 pourrait expliquer certains défauts 
neuronaux observés, tels que l’augmentation du volume des ventricules cérébraux et les défauts 
d’apprentissage liés à un dysfonctionnement de l’hippocampe (réduction de la LTP ; Hoognraad 
et al., 2004).  
*La protéine CLIPR-59 (CLIP-170 related protein of 59 kDa) contient deux domaines 
CAP-Gly dans la région amino-terminale mais elle n’a pas de domaine en hélices sur-enroulées ou 
de motifs en doigt de zinc (Perez et al., 2002). En outre, elle contient trois répétitions ankyrine 
(Figure 16). Cette protéine s’associe au réseau trans-Golgien mais n’est pas retrouvée au bout plus 
des microtubules. CLIPR-59 est palmitoylée et cette modification lui permet de s’ancrer au niveau 
des rafts lipidiques (Lallemand-Breitenbach et al., 2004). La protéine CLIPR-59 inhibe la 
polymérisation des MTs, à proximité de ces rafts. 
 
 III – 2 Les CLASPs 
 Les protéines CLASPs (CLIP-associated proteins) ont été identifiées dans un crible 
double-hybride avec la région en hélices super-enroulées de CLIP-115 (Akhmanova et al., 2001). 
Les CLASPs sont divisées en deux sous-familles : les CLASP-1 ubiquitaires et les CLASP-2 
particulièrement abondantes dans le cerveau. Chaque sous-famille contient des isoformes α et β. 
Elles sont composées :  
- d’un domaine de liaison aux protéines CLIPs au niveau de leur extrémité carboxy-
terminale  
- d’une région centrale composée de domaines répétitifs riche en résidus sérine, 
arginine et proline impliquées dans la liaison aux MTs. Cette région est la cible de 
différentes protéines kinases, comme la Glycogen Synthase Kinase 3 qui régule la 
liaison de CLASPs aux MTs. 
- d’un domaine amino-terminal qui diffère. Les isoformes α des protéines CLASP-1 et 
CLASP-2 ont un domaine amino-terminal similaire à une région des protéines 
  
Dis1/TOG, protéines associées aux MTs (Figure 17A). Le domaine amino-terminal 
de CLASP-2β contient, quant à lui,  deux cystéines palmitoylées responsables de sa 
localisation au niveau de l’appareil de Golgi. 
 
A 
   
B 
              
Figure 17 : Les CLASPs. A/ Représentation schématique de la protéine CLASP-1α et localisation de leur 
interaction avec ses partenaires. B/ Modèle expliquant la régulation de la croissance du cône de croissance 
par les CLASPs, en réponse à des facteurs répulsifs. 
  
De façon similaire aux protéines CLIPs, les CLASPs peuvent lier et stabiliser les MTs 
(Akhmanova et al., 2001). Elles s’associent en formant des comètes aux bouts plus des MTs. A 
proximité du front de migration cellulaire, les protéines CLASPs ne forment plus de comète mais 
interagissent avec le corps du MT, comme les MAPs. Cette régulation de la localisation de 
CLASPs est dépendante de l’activité de GSK3β et de Rac1 (Wittman et al., 2005). Enfin, les 
CLASPs retiennent les MTs au niveau de ce front de migration par l’intermédiaire d’un complexe 
moléculaire contenant la protéine LL5β (Lansbergen et al., 2006). 
Les CLASPs s’associent également à l’appareil de Golgi, où elles régulent la nucléation des 
MTs au niveau des membranes golgiennes. De cette manière, elles contribuent au maintien d’un 
  
réseau microtubulaire polarisé et contrôlent le transport post-golgien vers le front de migration 
cellulaire (Efimov et al., 2007). 
 Les protéines CLASPs lient également l’actine β, in vitro (Tsvetkov et al., 2007). Le 
domaine d’interaction se localise au niveau du domaine de liaison au MTs de la région centrale 
mais également au niveau de la région amino-terminale pour les isorformes α des deux sous 
familles. Elles colocalisent avec les faisceaux d’actine, présents au niveau  des cônes de croissance 
axonale (Tsvetkov et al., 2007). De cette façon, elles servent de liens entre le réseau microtubulaire 
et le réseau d’actine au sein du cône de croissance : elles contrôlent la dynamique des MTs lors de 
la formation des filopodes et elles réorganisent le réseau d’actine, essentiel à la migration du cône 
de croissance (Schober et al., 2007). 
 La protéine Orbit/Mast (homologue des CLASPs chez Drosophilia Melanogaster) est 
impliquée dans les phénomènes de polarisation et notamment dans la guidance des cônes de 
croissance axonaux (Lee et al., 2004). Contrairement aux CLIPs, les CLASPs sont fortement 
concentrées au niveau des cônes de croissance. La surexpression de CLASPs dans des neurones 
en culture supprime la croissance des MTs au niveau du front de migration des cône de 
croissance et les contraint à former des boucles dans le domaine central du cône, ralentissant 
alors son avancée (Lee et al., 2004). En réponse à des facteurs de répulsion, les CLASPs sont 
activées, inhibant la polymérisation des MTs. Cette propriété empêche le front de migration 
d’avancer et permet alors au cône de croissance de contourner les facteurs répulsifs (Figure 17 B). 
 
III – 3 La famille d’EB1 
La protéine EB1 (End Binding 1) a été identifiée en recherchant les partenaires de la 
partie carboxy-terminale d’APC (Adenomatous Polyposis Coli), protéine impliquée dans les 
formes familiales et sporadiques des carcinomes coliques (Su et al., 1995 ; Kinzler et Vogelstein, 
1996). EB1 est une protéine très conservée au cours de l’évolution. Chez l’Homme, il existe au 
moins EB1, EB2, EB3 et EB3F ainsi que des protéines similaires RP1, RP2 et RP3. Les protéines 
EB1 et EB2 ont une distribution ubiquitaire, alors qu’EB3 est exprimée préférentiellement dans 
le système nerveux (Nakagawa et al., 2000). 
 
 
Les différents membres de la famille EB1 possèdent :  
- un domaine amino-terminal homologue à la calponine, nécessaire à leur interaction 
directe avec les MTs (Hayashi et Ikura, 2003 ; Figure 18). 
  
-  une région centrale de type « coiled-coiled », impliquée dans leur dimérisation et dans 
l’interaction avec d’autres protéines telles qu’APC  
- une queue carboxy-terminale acidique, similaire au C-terminus de la tubuline α,  qui 
est importante pour l’interaction avec les protéines CLIPs et CLASPs (Slep et al., 
2005 ; Komarova et al., 2005 ; Figure18 ). 
 
 
Figure 18 : Représentation schématique d’EB1. La structure et les domaines d’interactions avec les 
différents partenaires des protéines de la famille EB sont indiqués.  
 
La protéine EB1 s’associe aux extrémités positives des MTs en formant des comètes, 
comme CLIP-170 (Berrueta et al., 1998 ; Nakamura et al., 2001). C’est une protéine clé des 
complexes des bouts plus des MTs en croissance, grâce à son interaction avec la plupart des 
autres protéines de bouts plus (Lansbergen et Akhmanova, 2006). Elle joue un rôle dans la 
régulation de la dynamique microtubulaire et notamment dans la stabilité des MTs, en 
augmentant le nombre de sauvetage ainsi que le temps de polymérisation des MTs (Tirnauer et al., 
2002). Comme CLIP-170, les protéines EB se replient sur elles-mêmes, la liaison avec leurs 
partenaires au niveau de leur extrémité carboxy-terminale entraine un changement de 
conformation qui leur permet alors de lier les MTs (Morrison et al., 2007). Elles sont également 
essentielles dans la capture des MTs au niveau du front de migration des cellules (Lansbergen et 
Akhmanova, 2006).  
Le rôle des protéines de la famille d’EB1 dans la différentiation neuronale commence à 
être étudié. Chaque membre semble avoir des rôles spécifiques dans le contrôle de la 
morphogénèse neuronale : la surexpression d’EB2 bloque l’élongation neuritique induite par le 
NGF dans les cellules PC12, EB3 augmente le nombre de neurites des cellules PC12 alors 
qu’EB1 n’a aucun effet (Laketa et al., 2007). Cependant, dans des neurones déficients en protéine 
MAP1B qui présentent des défauts de croissance neuritique, la surexpression d’EB1 restaure le 
phénotype cellulaire laissant imaginer que les protéines de la famille d’EB1 pourraient compenser 
les fonctions des MAPs stabilisatrices au cours du développement (Jimenez-Mateos et al., 2005). 
 
III – 4 Le bout plus des MTs 
  
Comme nous venons de le voir, les protéines de bouts plus forment un complexe 
protéique aux extrémités positives des MTs. Elles interagissent entre elles et avec différents 
composants subcellulaires, comme la membrane plasmique, les vésicules, l’actine, le Golgi, etc 
(Figure 19). Grâce à ces différentes interactions, elles jouent un rôle essentiel dans le 
développement neuronal  (migration neuronale, croissance et guidage axonaux). La 
communication entre des neurones différenciés dépend également des protéines de bout plus, par 
l’intermédiaire de leurs rôle dans le positionnement des organites, des récepteurs et des canaux.  
 
 
Figure 19 : Modèle de l’attachement des microtubules à la membrane par CLIPs, CLASPs et EB1. 
Les CLASPs interagissent avec les MTs en croissance et sont aussi en contact avec la membrane par leur 
association avec LL5β. IQGAP1 lie les petites protéines G activées qui lui permet de lier l’actine. IQGAP1 
recrute ensuite les bouts plus des MTs par l’intermédiaire de CLIP-170. D’après Lansbergen et al., 2006. 
 
IV – Les moteurs moléculaires  
 Les moteurs moléculaires ou MAPs motrices permettent d’acheminer, le long des MTs 
des composants tels que des vésicules, des mitochondries à des endroits précis de la cellule. Dans 
les neurones, ces moteurs ont un rôle essentiel. Par exemple, la synthèse des neurotransmetteurs 
se réalisent uniquement au niveau du corps cellulaire, il est important qu’ils soient transportés au 
niveau de la terminaison pré-synaptique par l’intermédiaire de ces moteurs.  
 
  IV – 1 Les kinésines 
 La kinésine-1 conventionnelle est une protéine tétramérique composée de deux chaînes 
légères et deux chaines lourdes. Les chaînes lourdes sont composées, le plus souvent, d’une tête 
globulaire contenant le domaine moteur et le domaine de liaison aux MTs, d’un cou, d’une tige et 
  
d’une queue sur laquelle se lie le cargo qu’elles transportent. Elle est responsable du transport 
antérograde c'est-à-dire du transport se réalisant vers l’extrémité positive des MTs. Le 
mouvement de la kinésine-1 est possible grâce à l’hydrolyse d’ATP qui entraîne un changement 
conformationnel de la protéine (Hirokawa et al., 1991).  
 Un grand nombre de protéines appartenant à la famille de la kinésine-1 a été mis en 
évidence : les protéines KIFs (Kinesine Family, Miki et al., 2005). Elles participent aux transports 
d’organites, de complexes protéiques ou d’ARN messagers. Quelques kinésines sont capables de 
dépolymériser les MTs, comme par exemple les protéines MCAKs (Mitotic Centromere 
associated kinesine 2 ou KIF2). La protéine KIF2A a été la première kinésine dépolymérisante à 
être clonée. Les neurones primaires de souris invalidée pour le gène kif2a présentent des axones 
avec de nombreuses branches collatérales (Homma et al., 2003). La supression des branches 
collatérales réalisées après que le neurite primaire ait atteint sa cible n’est pas réalisée. Les facteurs 
dépolymérisant tels que MCAK jouent un rôle important dans l’établissement d’un circuit 
neuronal fonctionnel. 
 
  IV – 2 La dynéine 
 La dynéine est un complexe multi-protéique, constitué de 2 chaînes lourdes, 2 chaînes 
intermédiaires, 4 chaînes intermédiaires légères et de plusieurs chaînes légères  (Vallee et al., 2004).  
Les chaînes lourdes contiennent six domaines AAA, responsables de l’hydrolyse de l’ATP, 
nécessaire au mouvement du moteur moléculaire. Le rôle respectif de chacune des autres chaînes 
n’est pas forcément bien défini. Toutefois, les chaînes intermédiaires ainsi qu’une des chaînes 
légères (Tctex1) participent à l’interaction du moteur avec les organites à déplacer (Steffen et al., 
1997 ; Nagano et al., 1998)). La dynéine est impliquée dans le transport rétrograde d’organites et 
de vésicules dans les neurones (Mok et al., 2001 ; Di Bella et al., 2001). Elle joue également un rôle 
dans le maintien de l’intégrité de l’appareil de Golgi et sa localisation (Burkhardt et al., 1997). 
 Ces moteurs moléculaires sont en compétition avec les MAPs : en se liant aux MTS, les 
MAPs bloquent l’accès aux moteurs. Une régulation peut alors avoir lieu entre ces deux classes de 
protéines. Citons l’exemple de Tau : en présence d’une faible quantité de Tau (au niveau du 
soma), la kinésine peut se fixer aux MTs alors qu’à forte concentration (au niveau du cône de 
croissance), Tau empêche la liaison de la kinésine (Dixit et al., 2008). Ceci pourrait expliquer le 
phénomène de neurodégérescence observé lors de l’agrégation de Tau dans des cas pathologiques 
tels que la maladie d’Alzheimer. 
 
V – Les protéines STOPs 
  
 Les protéines STOPs (Stable Tubule Only Polypeptide) sont des protéines associées aux 
MTs,  isolées à partir de préparations de microtubules de cerveaux de rat (Job et al., 1981). Les 
protéines STOPs ont été initialement décrites comme étant responsables de la stabilité au froid 
des MTs neuronaux (Bosc et al., 1996 ; Guillaud et al., 1998). 
 
  V – 1 Les différentes isoformes des protéines STOPs 
Le gène stop est localisé sur le chromosome 1q32 chez le rat, 7E2-F1 chez la souris et 
11q14 chez l’homme (Denarier et al., 1998a). Il est composé de quatre exons (Figure 20). L’exon 1 
code pour la région amino-terminale des protéines et la région répétée centrale. Cette région est 
composée de cinq répétitions d’une séquence de 46 aa. Le nombre de répétitions centrales varie 
entre et au sein des différentes espèces : un seul motif central est présent chez l’homme, 4 ou 5 
chez la souris et 4 à 6 chez le rat. L’exon 2 et l’exon 3 codent, respectivement, pour le domaine 
« Linker » et le domaine basique, riche en lysine et arginine (KR). L’exon 4 code pour la région 
répétée carboxy-terminale, constituée de 28 répétitions imparfaites d’une séquence de 11 aa.  
 
   V – 1-1 Les isoformes spécifiques des neurones 
Deux isoformes exprimées spécifiquement dans les cellules neuronales ont été 
caractérisées chez le rat : une isoforme précoce ou E-STOP (Early-STOP) et une isoforme adulte 
ou N-STOP (Bosc et al., 1996 ; Guillaud et al., 1998).  
La protéine N-STOP est constituée de 952 aa soit un poids moléculaire apparent de 145 
kDa. Son ARNm est constitué des transcrits des quatre exons du gène, décrits précédemment 
(Figure 20). 
L’isoforme E-STOP a un poids moléculaire apparent de 84 kDa chez le rat (Guillaud et 
al., 1998). L’ARNm E-STOP est dépourvu de l’exon 4 (Figure 20). Cette isoforme ne contient 
donc pas le domaine C-terminal répété. Les ARNm  des isoformes N- et E-STOP sont transcrits 
à partir d’un même promoteur. La synthèse des protéines correspondantes résulte d’un épissage 
alternatif (Aguezzoul et al., 2003).  
 
Figure 20 : Représentation schématiques des isoformes neuronales de STOP : la N- et E-STOP. 
  
Le gène codant pour les protéines N- et E-STOP est composé de 4 exons (Exon 1 à 4). La protéine E-
STOP est dépourvue des répétitions carboxy-terminales     
 
V – 1-1-1 Expression tissulaire et localisation des STOPs 
neuronales 
Les protéines N-STOP et E-STOP sont spécifiquement exprimées dans les neurones. 
Mais leur expression varie au cours du développement (Bosc et al., 1996 ; Guillaud et al., 1998). La 
protéine N-STOP est exprimée uniquement dans le cerveau adulte alors que la protéine E-STOP 
est majoritairement exprimée dans le cerveau embryonnaire, et persiste en quantité moindre dans 
le cerveau adulte (Guillaud et al., 1998 ; Figure 20).  
Dans les neurones, les protéines N-STOP et E-STOP sont majoritairement associées aux 
MTs et sont retrouvées dans la fraction Triton-insoluble des lysats neuronaux de ganglions 
dorsaux de rat (Guillaud et al., 1998). En microscopie électronique, ces protéines apparaissent 
associées aux microtubules axonaux des ganglions dorsaux de rat, et semblent être réparties de 
façon homogène sur toute leur longueur (Guillaud et al., 1998). De plus, ces deux isoformes 
semblent être préférentiellement associées aux MTs stables, détyrosinés et acétylés (Bosc et al., 
1996 ; Guillaud et al., 1998 ; Slaughter et Black, 2003). 
In vivo, dans la région CA1 de l’hippocampe, les protéines STOPs sont visibles en 
microscopie électronique dans les épines dendritiques, à proximité de la densité post-synaptique  
et dans les axones où elles semblent être moins représentées (Andrieux et al., 2002). La 
purification de synaptosomes montre que les protéines STOPs sont préférentiellement associées 
à la fraction insoluble des structures synaptiques (Andrieux et.al, 2002).  
 
V – 1-1-2 Fonctions des STOPs neuronales 
La transfection de l’ADNc des isoformes N-STOP ou E-STOP dans des cellules HeLa, 
(cellules dépourvues de MTs stables et de STOPs endogènes), confère à leurs MTs une résistance 
au froid et au nocodazole (agent pharmacologique empêchant la polymérisation des MTs, 
provoquant ainsi leurs dépolymérisations) (Bosc et al., 1996 ; Guillaud et al., 1998 ; Figure 21). De 
plus, leur expression ectopique induit la détyrosination des MTs, signe de leur stabilité. Les 
protéines E- et N-STOP présentent donc une activité stabilisatrice des MTs mais jouent aussi un 
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Figure 21 : Stabilisation des microtubules des cellules HeLa après transfection de l’ADNc de N-
STOP.  Les cellules HeLa sont transfectées avec l’ADNc codant pour la protéine N-STOP. Après 48 h, 
les cellules sont soit immédiatement fixées (A) soit exposées au froid (4°C) soit au Nocodazole 10µM (B). 
A/ Les cellules Hela sont doublement marquées à l’aide d’un anticorps anti-tubuline (Tubuline) et d’un 
mélange d’anticorps dirigés contre la protéine N-STOP. B/ Marquage de la tubuline après exposition au 
froid (4°C) ou au Nocodazole des cellules HeLa transfectées. D’après Bosc et al., 1996. 
 
L’injection d’anticorps dirigés contre l’extrémité amino-terminale ou carboxy-terminale 
des répétitions centrales des protéines STOPs dans les cellules PC12 (lignée cellulaire de type 
neuronale) différenciées ne modifie pas la structure du réseau microtubulaire en conditions 
normales de culture (à 37°C) mais supprime leur résistance au froid et au nocodazole. Cette 
injection n’entraîne pas de modifications de la morphologie des neurites pré-existants. En 
revanche, l’inactivation de la protéine STOP dans les cellules PC12 par des ARN antisens 
entraîne un défaut  de croissance neuritique (Guillaud et al., 1998).  
 
V – 1-2 Les isoformes non-neuronales  
 
D’autres isoformes de STOPs ont été mis en évidence dans différents extraits tissulaires 
(Pirollet et al., 1989). 
  
L’isoforme F-STOP (STOP Fibroblastique) a été caractérisée dans une lignée cellulaire, 
les fibroblastes NIH-3T3, elle a un poids moléculaire apparent de 42 kDa (Denarier et al., 1998b). 
L’ARNm F-STOP étant dépourvue des exons 3 et 4, la protéine correspondante est donc 
essentiellement composée des répétitions centrales et du domaine « linker » (Figure 22). L’ARNm  
F-STOP est transcrit à partir d’un promoteur différent de celui des ARNm E-STOP et N-STOP 
(Aguezzoul et al., 2003). Deux autres isoformes, O-et A-STOP, de poids moléculaires respectifs 
de 89 et 60 kDa, ont été également identifiées : la O-STOP est l’isoforme majoritaire des 
oligodendrocytes et la A-STOP est préférentiellement détectée dans les astrocytes. La protéine O-
STOP contient les séquences codées par l’exon1 et 4 alors que la protéine A-STOP serait 
essentiellement codée par l’exon 2 (Galliano et al., 2004 ; Figure 22). 
 
 
Figure 22 : Représentation schématiques des isoformes non neuronales des STOP : F-STOP, A-





V – 1-2-1 Expression tissulaire et localisation des STOPs non-
neuronales 
 La protéine F-STOP est exprimée de façon ubiquitaire dans de nombreux tissus chez 
l’animal (Aguezzoul et al., 2003). Elle est également présente dans des astrocytes en culture 
(Galiano et al., 2004). L’expression tissulaire des isoformes O- et A-STOP n’a pas fait l’objet 
d’une étude détaillée. 
 A 37°C Les protéines F-STOP et A-STOP sont détectées dans le cytosol (i) des 
fibroblastes NIH-3T3 et (ii) des astrocytes, respectivement.  En revanche, au cours de la mitose, 
la protéine F-STOP est localisée au niveau du fuseau mitotique (Denarier et al., 1998b). 
  
L’exposition au froid induit une redistribution des protéines F-STOP et A-STOP et une 
modification de leur association au réseau microtubulaire (Denarier et al., 1998b ; Galiano et al., 
2004).  
L’isoforme O-STOP est, quand à elle, détectée dans le corps cellulaire et les 
prolongements des oligodendrocytes en culture, quelque soit leur stade de différenciation 
(Galliano et al., 2004). 
V– 1-2-2 Fonctions des isoformes non-neuronales 
 Les cellules HeLa transfectées avec l’ADNc de la protéine F-STOP  et les astrocytes 
(exprimant naturellement les isoformes F- et A-STOP) possèdent un réseau microtubulaire 
résistant au froid mais labile au nocodazole (Denarier et al., 1998b ; Galiano et al., 2004 ). Au 
contraire,  les microtubules des oligodendrocytes sont résistants à la fois au froid et au 
nocodazole grâce à l’expression de la protéine O-STOP (Galiano et al., 2004). Les protéines 
STOP non-neuronales présentent donc une activité stabilisatrice des MTs mais seule la protéine 
O-STOP joue aussi un rôle dans la régulation de leur dynamique. 
L’injection d’anticorps dirigés contre les répétitions centrales de la F-STOP dans les 
fibroblastes NIH-3T3 ne modifie pas la structure du réseau microtubulaire en conditions 
physiologiques mais supprime sa résistance au froid (Denarier et al., 1998b). La protéine F-STOP 
est responsable de la stabilité des MTs au froid dans les cellules fibroblastiques. 
 
  V –2 Domaines fonctionnels des STOPs 
   V – 2-1 Domaines de liaison aux microtubules 
  
Comme nous l’avons déjà mentionné, les protéines STOPs confèrent aux MTs la capacité 
de résister au froid et au nocadazole. Cette activité varie suivant les isoformes de STOPs (Bosc et 
al., 1996 ; Guillaud et al., 1998 ; Denarier et al., 1998b ; Galiano et al., 2004). Une étude structure-
fonction a donc été réalisée. Des tests de résistance au froid et au nocodazole de cellules HeLa 
transfectées avec des fragments ou des mutants de déletion des protéines STOPs a permis de 
mettre en évidence des modules fonctionnels d’interaction avec les MTs (Bosc et al., 2001). Deux 
types de domaines d’interaction aux MTs ont alors été caractérisés : les modules Mn (pour 




 Figure 23 : Représentation schématique des modules fonctionnels de la protéine N-STOP de rat. 
La N-STOP possède 8 modules de liaison et de stabilisation des microtubules, 3 modules Mn (Mn1 à 
Mn3)  et 5 modules Mc (répétitions centrales).  Elle possède également 12 sites de liaison à la calmoduline 
(-). 1-7 : Cam1 à Cam7 ; R1 à R5 : CamR1 à CamR5. Mn : Modules de liaison aux microtubules induisant 
leurs stabilisation au froid et au nocadazole ; Mc : Modules de liaison aux microtubules induisant leurs 
stabilisation au froid. P1, P2, P3 et P4 sont les sites de phosphorylations par la CamKII. 
 
 
Les modules Mn sont capables d’induire une résistance des MTs au froid et d’inhiber leur 
dynamique en conditions physiologiques (résistance des MTs au nocadazole). Les modules Mc, 
quant à eux, sont capables d’induire une résistance des MTs au froid mais n’ont aucune influence 
sur leur dynamique (pas de résistance des MTs au nocodazole). Notons que chaque répétition 
centrale correspond à un module Mc (Figure 23). Le nombre de modules Mn et Mc varie suivant 
les isoformes de protéines STOPs, ce qui pourrait expliquer leurs propriétés différentes dans la 
stabilisation des MTs. 
 
V – 2-2 Domaines de liaison à la calmoduline 
 La première purification de la N-STOP avait permis de conclure que cette 
protéine a une activité stabilisatrice des MTs inhibée en présence de calmoduline liée au calcium 
(Pirollet et al., 1992). La N-STOP est retenue sur une colonne de calmoduline-agarose, en 
présence de calcium uniquement (Bosc et al., 1996). Des sites de liaison à la calmoduline ont donc 
été récherchés par la technique du « peptide spot », ce qui a permis d’identifier 12 sites de liaison 
avec la calmoduline : les sites Cam1 à Cam7, et les sites CamR1 à CamR5 (Figure 23 ; Bosc et al., 
2001). Ces sites de liaison à la calmoduline sont tous chevauchants avec les sites de liaison et de 
stabilisation des MTs, sauf le site Cam1 : les trois modules Mn de la N-STOP recouvrent les sites 
Cam2, Cam3 et Cam5 et les modules Mc sont recouverts par les sites CamR1 à CamR5  (Figure 
23). 
 La superposition des sites de liaison aux MTs et à la calmoduline expliquerait la  
compétition existant entre la liaison des protéines STOPs aux MTs et à la calmoduline (Job et al., 
1983). La fixation de la calmoduline aux protéines STOPs empêcherait leur fixation aux MTs et 
inhiberait ainsi leur activité de liaison et de stabilisation des MTs. 
 
   V – 2-3 Sites de phosphorylation par la CamKII 
  
 L’analyse de la séquence de l’ADNc codant pour les protéines STOP a mis en évidence 4 
sites potentiels de phosphorylations par la Calmoduline Kinase II (CamKII ; Bosc et al., 1996). 
Ces sites ont été nommés P1 à P4 (Figure 23). Des études récentes ont montré que la N-STOP 
est bien phosphorylée par la CamKII en présence Ca2+/calmoduline (Baratier et al., 2006). Des 
anticorps dirigés spécifiquement contre les sites de  phosphorylation montrent qu’in vivo, la 
protéine N-STOP est phosphorylée au moins sur les sites P2 et P4 (Baratier et al., 2006). Les 
anticorps spécifiques des sites P1 et P3 n’ont pas pu être purifié en assez grande quantité pour 
pouvoir réaliser l’étude. Ces sites sont chevauchants avec les sites de liaison à la calmoduline 
(Figure 23), laissant imaginer une compétition entre phosphorylation par la CamKII et liaison à la 
calmoduline. La liaison de la STOP à la calmoduline inhibe sa phosphorylation par la CamKII 
(Baratier et al., 2006).  
La forme phosphorylée de STOP (STOP-P) a des propriétés différentes de celles des 
formes non-phosphorylées. En effet, STOP-P ne lie plus les MTs in vitro. De plus, dans des 
neurones primaires d’hippocampes en culture (âgés 12 jours), STOP-P  se localise dans des 
régions dépourvues de MTs de manière diffuse, notamment au niveau des ramifications axonales 
et des épines dendritiques. La STOP-P colocalise dans ces régions avec le réseau d’actine (Figure 
24A). Dans des neurones d’hippocampe en culture âgés de 45 jours, la STOP-P est retrouvée au 
niveau des synapses, colocalisant avec des marqueurs pré- et post synaptique (Baratier et al., 
2004 ; Figure 24B). 
 
                        A   
                         B   
Figure 24 : Localisation de la N-STOP phosphorylée dans des neurones différenciés. A/ Double 
immunofluorescence sur des neurones d’hippocampe de souris après 12 jours de différenciation in vitro. 
  
La STOP-P est révélée à l’aide d’un anticorps dirigé contre le site P2 (STOP-P). La F-actine est marquée 
à la phalloïdine Texas Red (Actine) B/ Double immunofluorescence sur des neurones d’hippocampe de 
souris après 45 jours de différenciation in vitro. La STOP-P est révélée à l’aide d’un anticorps dirigé contre 
le site P2 (STOP-P). Les synapses sont marquées à l’aide d’anticorps dirigé contre la protéine synapsine 
ou la protéine Homer. D’après Baratier et al., 2006. 
 
La phosphorylation de la STOP par la CamKII ainsi que la liaison à la  calmoduline 
activée pourraient  être deux moyens de réguler sa fonction stabilisatrice des MTs. Cette 
régulation serait peut être nécessaire à l’établissement de la plasticité synaptique.  
 
V – 3 La souris KO STOP   
De manière à analyser le rôle des protéines STOPs dans l’animal entier, des souris 
déficientes en protéines STOPs (souris KO STOP) ont été générées, au laboratoire, par 
recombinaison homologue de l’exon 1 du gène STOP avec une cassette contenant un gène 
rapporteur (β-galactosidase), sous le contrôle du promoteur endogène de la STOP. Les souris 
KO STOP ainsi produites n’expriment aucune des isoformes de protéine STOPs et sont viables 
(Andrieux et al., 2002).  
Dans des neurones primaires d’hippocampe de souris KO STOP en culture,  l’absence de 
protéines STOPs conduit à une perte complète de stabilité au froid des MTs (Andrieux et al., 
2002 ; Figure 25). Les protéines STOP neuronales sont donc les seuls effecteurs microtubulaires 
impliqués dans la stabilité au froid des MTs.   
 
 
Figure 25 : Perte de la stabilité des microtubules neuronaux au froid chez les souris KO STOP. 
Des neurones d’hippocampes de souris sauvage (STOP+/+) ou de souris invalidées pour le gène STOP 
(STOP -/-) sont maintenus à 37°C ou exposés au froid (4°C) pendant 45 minutes. La stabilité du réseau 
microtubulaire est ensuite analysée par immunocytofluorescence à l’aide d’un anticorps dirigé contre la 
  
tubuline (vert). L’ADN des noyaux est marqué en bleu. D’après Andrieux et al., 2002 
 Toutes les informations accumulées jusqu’à présent sur la fonction des protéines STOPs 
laissaient penser à une possible implication de la protéine STOP dans la différenciation neuronale 
(Guillaud et al ; 1998). Les résultats obtenus in vivo se sont alors avérés surprenants. En effet, le 
cerveau de ces souris KO STOP ne présente aucune anomalie majeure dans sa morphologie. Le 
volume cérébral de ces animaux est néanmoins diminué de 20 % par rapport aux souris sauvages 
(communication personnelle, Deloulme J.C). L’organisation de l’arborisation axo-dendritique de 
l’hippocampe et des cellules de Purkinje dans le cervelet ne semble pas modifiée. Cependant,  le 
pool de vésicules synaptiques est réduit de 50% dans les terminaisons axonales de la région CA1 
de l’hippocampe (Figure 26).  
 
Figure 26 : Analyse ultrastructurale des synapses d’hippocampe de souris KO STOP  par 
microscopie électronique. A. Image en microscopie électronique d’une synapse de souris sauvage 
(STOP +/+) et de souris STOP KO (STOP -/-). Echelle : 200 nm. B. Analyse quantitative de la densité 
de vésicules synaptiques. ***p<0,001, t-test. D’après Andrieux et al., 2002. 
 
Cette réduction du nombre de vésicules synaptiques est associée à des perturbations 
sévères de la plasticité synaptique au niveau de la région CA1 de l’hippocampe. Ces perturbations 
affectent essentiellement la potentialisation et la dépression à long terme (LTP et LTD) alors que 
la transmission synaptique basale et la « paired-pulse facilitation » dans cette même région, sont 
normales (Andrieux et al., 2002). Les souris KO STOP présentent également une 
hyperdopaminergie (Brun et al., 2005) dans le système limbique. Tous ces résultats mettent en 
avant un rôle des STOP dans la transmission synaptique. Une diminution de l’expression de 
certaines protéines pré-synaptiques telles que la synaptophysine, GAP43 (Growth Associated 
Protein43), du transporteur vésiculaire glutamatergique de type 1 (VGlut1) et de protéines post-
synaptiques comme la spinophiline  a été mise en évidence chez les souris KO STOP. Ces 
  
données corroborent avec une fonction des STOPs dans les régulations de l’activité synaptique 
(Eastwood et al., 2007). 
 Associés à ces défauts de transmission, les souris STOP KO présentent de nombreux 
déficits comportementaux caractérisés par une hyperactivité locomotrice (notamment en réponse 
à  un stress), une activité désordonnée (avec, par exemple, une fragmentation du sommeil) ainsi 
que des altérations du comportement social et maternel (Andrieux et al., 2002 ; Brun et al., 2005 ; 
Fradley et al., 2005). Ces troubles comportementaux semblent s’installer progressivement au 
moment du passage à l’âge adulte, notamment l’hypersensibilité au stress qui n’est observée que 
chez les souris KO STOP adultes (11-18 semaines) et pas chez les souris KO STOP pré-pubères 
(4-5 semaines) (Bégou et al., 2007). Ces observations, associées aux défauts de neurotransmission, 
ressemblent fortement aux symptômes observés chez les patients schizophrènes (Frankle et al., 
2003). 
Afin de tester cette hypothèse, les souris KO STOP ont été traitées avec des 
neuroleptiques couramment utilisés dans les traitements de la schizophrénie humaine. Les déficits 
comportementaux et synaptiques des souris KO STOP sont alors considérablement améliorés 
par ces traitements. Ces résultats confortent  l’hypothèse que les souris STOP KO peuvent être 
un modèle d’étude de la schizophrénie (Andrieux et al., 2002). En parallèle, des études montraient 
qu’un gène associé à la schizophrénie, le gène DISC-1 code pour une protéine associée au 
centrosome, capable d’interagir avec des protéines associées aux MTs (Morris et al., 2003). Ce 
résultat, en accord avec le modèle STOP, laissait imaginer un lien entre des troubles de 
l’organisation du cytosquelette, et plus particulièrement des MTs, et la schizophrénie. L’hypothèse 
que des drogues agissant sur la dynamique microtubulaire pourraient agir sur la transmission 
synaptique était alors de circonstance. Le laboratoire a testé l’épothilone D, molécule stabilisatrice 
des MTs traversant la barrière hémato-encéphalique et antimitotique utilisé en cancérologie 
clinique (Nettles et al., 2004) , sur les souris KO STOP ( Wang et al., 2005). Son administration a 
permis d’améliorer  la transmission synaptique et le comportement des souris STOP KO 
(Andrieux et al., 2006). Il est donc envisageable d’utiliser l’épothilone D dans le traitement de 
maladies psychiatriques, telle que la schizophrénie chez l’homme. 
  
Chapitre 3: La palmitoylation dans les neurones 
 
La création de zones d’activité (concentration de complexes de signalisation, par exemple) 
au niveau de sous-domaines membranaires est nécessaire au bon fonctionnement  neuronal (Resh 
et al., 1999). La modification des protéines par l’ajout d’acide gras joue un rôle important dans 
cette localisation. En effet, la présence de ces lipides augmente leur hydrophobicité, favorisant 
ainsi l’interaction avec les membranes. Les modifications les plus courantes sont : la N-
myristoylation qui ajoute un acide myristique (acide gras de 14 carbones) sur un résidu glycine en 
position amino-terminale (Taniguchi et al., 1999), la prénylation qui ajoute un groupement 
farnesyl ou géranylgéranyl sur un résidu cystéine en position carboxy-terminale (Sinensky et al., 
2000), la glypation qui ajoute une ancre GPI (Glycosyl-Phosphatidyl-Inositol) sur un résidu situé 
en carboxy-terminal d’une protéine (Ferguson et al., 1999) et enfin, la palmitoylation que je vais 
détailler dans ce chapitre. La palmitoylation joue un rôle important au niveau du système nerveux 
car elle modifie de nombreuses protéines neuronales (comme les récepteurs aux 
neurotransmetteurs, les protéines d’échafaudage synaptique, etc). 
 
I – La palmitoylation 
I - 1 Généralités 
  La palmitoylation est une modification post-traductionnelle réversible, présente 
uniquement chez les Eucaroytes (Mitchell et al., 2006). Elle ajoute un acide palmitique ou acide 
hexadécanoïque (acide gras de 16 carbones), sur un résidu cystéine soit par une liaison N-amide 
(N-palmitoylation) soit par une liaison thioester (S-palmitoylation) à partir de palmitoyl 
Coenzyme A (Figure 27). Dans la suite de mon propos, j’assimilerai la palmitoylation à la  S-
palmitoylation. 
Cette modification va augmenter l’hydrophobicité des protéines et permettre leur 
association aux membranes. Elle joue également un rôle important dans le trafic des protéines 
entre les différents compartiments membranaires intra-cellulaires en modulant, par exemple, 
l’interaction protéine-protéine (Resh et al., 1999, Dunphy et al.,1998). L’identification d’inhibiteurs 
spécifiques de la palmitoylation comme la tunycamicine (Patterson et Skene, 1994), antibiotique 
possédant des caractéristiques communes avec le palmitoyl-Coenzyme A, ou le 2-bromopalmitate 
(Webb et al., 2000), palmitate non métabolisable bloquant le site actif de l’enzyme responsable de 




Figure 27 : Palmitoylation et dépalmitoylation d’une protéine. Le groupement Thiol (SH) d’un résidu 
cystéine peut être palmitoylé soit par réaction spontanée soit par voie enzymatique (Palmitoyl Acyl 
Transferase, PAT). Une liaison thioester est formée entre la protéine et l’acide palmitique. La 
PalmitoylProtein Thioesterase (PPT) est l’enzyme de clivage du lien thioester entre la palmitate et la 
protéine. 
 . 
Les protéines palmitoylées sont classées en 4 groupes (Resh, 1999). 
- Le premier groupe rassemble les protéines transmembranaires possédant des 
résidus cystéines palmitoylés au niveau du domaine transmembranaire (récepteurs couplés 
aux protéines G, par exemple).  
- Le deuxième regroupe les protéines de la famille Ras. Une prénylation est tout 
d’abord réalisée au niveau de la cystéine, présente dans une séquence « CAAX» carboxy-
terminale. Puis, une palmitoylation se produit au niveau de cystéines situées en amont de 
la cystéine prénylée. 
- Les protéines palmitoylées au niveau de résidus cystéines, situés dans les 20 
premiers aa des extrémités amino- et carboxy-terminale, constituent le troisième groupe 
(par exemple, la protéine GAP43). 
- Le groupe 4 contient les protéines doublement acétylées (d’abord N-myristoylées 
et ensuite palmitoylées) et présentant une séquence consensus de type Met-Gly-Cys à 
l’extrémité amino-terminale. La myristoylation est nécessaire mais pas suffisante pour 
permettre l’insertion de la protéine au niveau de membrane. La  palmitoylation est alors 
l’étape-clé  pour cette insertion (Peitzsch et al., 1993). 
 
Aucune séquence consensus de palmitoylation n’a été clairement mise en évidence. 
Cependant, des caractéristiques communes à plusieurs protéines palmitoylées sont définies :  
  
- la présence d’un domaine favorisant le ciblage à la membrane. Ce  domaine contient 
des résidus hydrophobes/basiques qui encadrent les cystéines (Liu et al., 1993). Les 
résidus hydrophobes vont se rapprocher des têtes acides des phospholipides 
membranaires, permettant un rapprochement des résidus cystéines avec la membrane 
et facilitant alors l’ancrage des protéines au niveau des membranes (Resh et al., 1999).  
-  la distance entre les cystéines et la région transmembranaire des protéines (protéines 
du groupe 1). 
-  une cystéine, proche d’un résidu glycine N-myristoylé ou proche d’une cystéine déjà 
prénylé en carboxy-terminal.  
Il reste cependant difficile de prédire uniquement sur sa séquence si une protéine va ou ne 
va pas être palmitoylées. Récemment, une caractérisation systématique des protéines palmitoylées 
d’un organisme a été mise en place (Roth et al., 2006). Cette technique devrait permettre 
d’identifier un grand nombre de protéines palmitoylées. Deux programmes complémentaires, 
NBA-Palm et CSS-Palm (http://www.bioinfo.tsinghua.edu.cn/NBA-Palm ; 
http://bioinformatics.lcd-ustc.org/css_palm/), sont capables de prédire les sites de 
palmitoylation (Xue et al., 2006 ; Zhou et al., 2006). 
Contrairement à la N-myristoylation ou à l’isoprénylation, la palmitoylation est une 
modification réversible, impliquant des cycles de palmitoylation via les enzymes Palmitoyl Acyl 
Transférases (PATs) et de dépalmitoylation via les enzymes Palmitoyl Protein Thioesterases 




  I - 2 Mécanismes de palmitoylation 
La diversité des protéines palmitoylées ainsi que l’absence de séquence consensus de 
palmitoylation a rendu difficile la compréhension du mécanisme moléculaire de la palmitoylation.  
 Divers extraits cellulaires enrichis en protéines palmitoylées ont été obtenus mais aucune 
activité enzymatique n’a pu être caractérisée (Berthiaume et Resh, 1995 ; Das et al., 1997). La 
palmitoylation était alors considérée comme une réaction spontanée (Duncan et Gilman, 1996). 
Le palmitoyl-CoA, donneur d’acide palmitique, est en effet capable, in vitro, d’acétyler 
spontanément une séquence peptidique contenant un résidu cystéine (Bizzozero et al., 2001). Les 
résidus cystéines sont en effet des résidus très nucléophiles,  ils attirent fortement les charges 
positives, comme celles présentes au niveau de l’acide palmitique. Une liaison thioester labile se 
  
forme entre la cystéine et l’acide palmitique. La palmitoylation ne dépendrait alors que de la 
concentration en palmitoyl-CoA.  
 Or, dans la cellule, le pool de palmitoyl-CoA libre est faible. Il est associé à des protéines 
présentes en grande concentration, le séquestrant et l’empêchant alors de réagir spontanément 
avec les cystéines. De plus, la palmitoylation in vivo est une modification post-traductionnelle très 
rapide. La cinétique de la réaction spontanée, réalisée in vitro en présence de palmitoyl-CoA, est 
cinq fois plus lente que celle observée in vivo (Bharadwaj et al., 1995). Le caractère spontané de la 
modification in vivo est alors peu probable.  
 Récemment, des études génétiques, d’abord réalisées chez la levure Saccharomyces Cerevisiae  
puis chez les Mammifères, ont permis de mettre en évidence les enzymes impliquées dans la 
palmitoylation des protéines, (les PATs) et dans la dépalmitoylation (les PPTs) (Figure 27). La 
balance entre l’activité de ces deux enzymes déterminerait  le taux de palmitoylation dans la 
cellule.  
     
I – 2-1 Les Palmitoyl Acyl Transféreases 
Les PATs ont été initialement identifiées et caractérisées chez la levure S. Cerevisiae (Zhao 
et al., 2002 ; Roth et al., 2002). Elles sont au nombre de quatre et possèdent toutes un domaine 
DHHC (Figure 28 ; Mitchell et al., 2006). Ce domaine renferme une séquence consensus 
Aspartate-Histidine-Histidine-Cystéine qui est le domaine catalytique des PATs. Sa délétion ou 
des mutations dans sa séquence inhibent l’activité palmitoyl-transférase, que ce soit in vitro ou in 
vivo (Smotrys et al., 2005 ; Fukata et al., 2006). Il est également important de noter, qu’in vitro et in 
vivo, les PATs s’auto-palmitoylent au niveau des cystéines du domaine DHHC (Fukata et al., 
2004 ; Huang et al., 2004).  
 
 
Figure 28 : Représentation schématique de protéines à domaine DHHC. Ces protéines se 
caractérisent par la présence de 4 domaines transmembranaires (représenté en vert, TM1 à TM4) et par un 
domaine riche en cystéines et contenant une séquence Aspartate-Histidine-Histidine-Cystéine (DHHC), 
représenté en jaune.  
  
 Un criblage des banques de données avec le domaine DHHC des PATs de levure a 
permis de mettre en évidence un grand nombre de protéines contenant ce domaine. Chez 
l’Homme, comme chez la souris, les protéines DHHC sont au nombre de 23. Elles possèdent 
toutes une structure similaire : 4 domaines transmembranaires (TM1 à TM4), et leur domaines 
  
DHHC situé entre le TM2 et TM3, leur permettant de se localiser au niveau de la face 
cytoplasmique de la membrane (Politis et al., 2005, Figure 28). 
 Toutes les séquences de protéines possédant un domaine DHHC ont été étudiées et ainsi 
regroupées en plusieurs familles dans lesquelles au moins  une DHHC de levure cohabite avec les 
DHHC humaines (Figure 29). 
 
 
Figure 29 : Arbre Phylogénique des protéines à domaine DHHC (PATs) chez S. Cerevisiae et 
chez l’Homme. Les accolades permettent de visualiser les six sous-familles potentielles. Les DHHC de 
levures sont notées en gras.  
  
Les 23 protéines DHHC de souris ont été clonées (Fukata et al., 2006). Un criblage  a 
ensuite été réalisé pour évaluer leur capacité à palmitoyler un substrat de palmitoylation déjà 
connu.  
Les études réalisées sur la palmitoylation par les PATs in vitro, mettent en évidence  
plusieurs spécificités de substrats des PATs : il n’existe pas une PAT pour un substrat mais des 
substrats pour une PAT et plusieurs PATs pour un substrat (Mitchell et al., 2006 ; Budde et al., 
2006). Ceci est en adéquation avec l’hétérogénéité des protéines palmitoylées isolées à partir de 
tissus ou de cellules. Les différentes analyses de l’activité palmitoyl-transférase des différentes 
DHHC ne se recoupent pas toujours. Le travail d’Huang montre que la PAT HIP14 palmitoyle 
fortement la protéine PSD-95 (Huang et al., 2004) alors que l’équipe de Fukata ne met en 
évidence qu’une faible activité de cette PAT sur PSD-95 (Fukata et al., 2004).  
 
Au cours de la palmitoylation, les PATs forment tout d’abord un intermédiaire dit 
« thioester » avec l’acide palmitique du palmitoyl-CoA. Cette liaison se réalise au niveau du 
  
domaine DHHC (Mitchell et al., 2006). Cet intermédiaire se lie ensuite à la protéine cible et 
catalyse enfin le transfert de l’acide palmitique sur la cystéine de la protéine cible (Figure 30).  
 
 
Figure 30 : Mécanismes d’action de la Palmitoyl Acyl Transferase au cours de la palmitoylation. 
La PAT (Palmitoyl Acyl Transferase ;  ) va tout d’abord former un intermédiaire thioester avec le 
palmitate du palmitoyl CoA.   Elle va ensuite s’associer à la protéine cible (      ) puis catalyser le transfert 
du palmitate sur le résidu cystéine de la protéine cible.  
 
I – 2-2 Les Palmitoyl Thioestérases 
 La dépalmitoylation des protéines est réalisée par les Palmitoyl Thioestérases ou PPTs 
(Figure 27). Deux protéines possédant cette activité ont été décrites: la protéine APT1 (Acyl 
Protein-Thioestérase 1) et la protéine PPT1 (Palmitoyl Protein thioestérase 1) (Linder et 
Deschenes, 2003). 
 La protéine cytoplasmique APT1 est impliquée dans le clivage de l’acide palmitique 
présent sur la queue cytoplasmique de protéines membranaires, comme par exemple la sous-unité 
α des protéines G  ou la protéine Ras (Duncan et al., 1996). Elle a été identifiée par biochimie 
dans un extrait de foie de rat. 
 La protéine PPT1 a été purifiée à partir d’extraits de cerveau de bœuf (Camp et 
Hoffmann, 1993 et 1994). D’abord identifiée comme une hydrolase lysosomiale, elle contribue à 
la dégradation des protéines palmitoylées en déacétylant leurs cystéines. Dans les neurones, elle 
est localisée au niveau de granules présents dans le soma et dans les prolongements et 
terminaisons neuritiques et colocalise avec des protéines synaptiques comme la synaptophysine 
(Heinonen et al., 1999). Elle est impliquée dans la dépalmitoylation de nombreuses protéines 
neuronales, dont SNAP-25, GAP-43, au cours de leur transport dans la voie de dégradation (Cho 
et al., 2000). Elle est impliquée dans une maladie neurodégénérative: la Céroïde Lipofuscinose 
  
Neuronale, caractérisée par une accumulation de granules de dégradation causant la perte de 
neurones corticaux (Suopanki et al., 1999).  
  
I - 3 Les sites de palmitoylation 
La palmitoylation peut se réaliser au niveau de plusieurs sites : la membrane plasmique, 
l’appareil de Golgi, le réticulum endoplasmique, la membrane mitochondriale et les membranes 
synaptiques (Resh et al., 1999 ; Smotrys et Linder , 2004). La caractérisation des enzymes 
responsables de la palmitoylation a permis de déterminer plus précisément  le site de 
palmitoylation d’une protéine (Resh et al., 2006 ; Greaves et al., 2007). Si nous prenons l’exemple 
de la PAT HIP14 (DHHC 13). Elle se localise dans différents sites au sein du neurone : au niveau 
de l’appareil de Golgi, des organites tubulo-vésiculaires, de l’axone, des dendrites mais également 
au niveau du cou de l’épine dendritique (Huang et al., 2004) suggérant qu’en fonction de ses 
cibles, HIP14 peut agir à différents endroits. 
 
II – Rôle de la palmitoylation dans les neurones 
 Un grand nombre de protéines neuronales, et plus particulièrement des protéines 
synaptiques, peuvent être palmitoylées (El-Husseini et Bredt, 2002). La palmitoylation semble 
jouer un rôle important dans le développement neuronal et dans la transmission synaptique. 
 
  II – 1 Ciblage aux membranes et tri des protéines 
 Une des principales fonctions de la palmitoylation est de localiser les protéines au niveau 
des membranes. La protéine PSD-95 est palmitoylée au niveau de deux cystéines situées  à 
l’extrémité amino-terminale. Sa palmitoylation lui permet alors de se localiser au niveau  des 
membranes post synaptiques (Craven et al., 1999). La mutation de ces résidus cystéine abolit sa 
palmitoylation et sa localisation au niveau de sites post-synaptiques pour une localisation diffuse 








Figure 31 : Localisation de PSD-95 au niveau post synaptique dépend de la palmitoylation de ses 
cystéines. (A) Après transfection, PSD-95-GFP colocalise avec un marqueur synaptique, la 
synaptophysine. (B) Après transfection, PSD-95 sauvage couplée à la GFP (PSD-95-GFP) est regroupée 
au niveau de la membrane des épines dendritiques de neurones d’hippocampe alors que son double 
mutant cystéine (PSD-95C/S-GFP) est diffus dans toutes les extensions dendritiques. D’après El-
Husseini et al., 20001 et Craven et al., 1999. 
Toutes les protéines neuronales palmitoylées ne sont pas réparties de façon homogène au 
niveau des membranes. Certaines sont modifiées et restent associées à l’appareil de Golgi, 
d’autres vont se concentrer au niveau des rafts lipidiques, sous-domaines membranaires très riche 
en cholestérol et en sphingomyeline, insolubles dans les détergents non-ioniques (Schroeder et al., 
1994). Ces rafts jouent un rôle important dans le tri et le routage des protéines, soit au niveau des 
dendrites, soit au niveau de l’axone (Ledesma et al., 2003). Les protéines palmitoylées insérées au 
niveau de ces rafts vont être transportées majoritairement au niveau de l’axone. Par exemple, la 
palmitoylation de GAP-43  l’insère au niveau des rafts, lui permettant de se localiser par la suite 
au niveau du cône de croissance axonal (Perez et al., 1998 ; Arni et al., 1998 ; El-Husseini et al., 
2001).  
L’ajout d’acide palmitique au niveau des cystéines des protéines ne permet pas, à lui seul, 
de comprendre le ciblage préférentiel vers les dendrites ou l’axone des protéines.  En effet, 
l’environnement des cystéines palmitoylées influence cette localisation (El-Husseini et al., 2001). 
La protéine GAP-43 est également  palmitoylée au niveau de deux cystéines amino-terminales 
(Skene et al., 1989). Elle peut alors s’associer aux membranes, et se localiser au niveau du cône de 
croissance axonal (Liu et al, 1993). Des expériences d’échange des domaines amino-terminaux de 
GAP-43 et de PSD-95 (Figure 32A ; El-Husseini et al., 2001) permettent de conclure que le 
domaine de palmitoylation de PSD-95 est nécessaire mais pas suffisant pour exclure une protéine 
de l’axone et que le domaine de palmitoylation de GAP-43 est, quant à lui, suffisant pour cibler 
une protéine au niveau des axones. Ces résultats mettent également en évidence que l’espace 
  
entre les deux cystéines palmitoylées et la présence de résidus basiques et hydrophobes encadrant 












Figure 32 : Séquence de palmitoylation pour cibler les protéines dans l’axone. A/Le motif de 
palmitoylation de GAP-43 fusionné à PSD-95 (43-PSD-95) localise PSD-95 (flèche) au niveau de l’axone. 
Les cellules sont marquées à l’aide d’un anticorps anti MAP2, protéine exprimée au niveau des dendrites. 
B/Les 12 premiers aa amino-terminaux du domaine de palmitoylation des protéines PSD-95 et GAP-43. 
Les cystéines (en rouge) ainsi que les résidus basiques (en bleu) sont importants pour une localisation 
axonale des protéines. D’après El-Husseini et al., 2001 
 
  II – 2 Croissance axonale  
 Outre son implication dans le ciblage des protéines, la palmitoylation jouerait un rôle dans 
la croissance neuritique . 
 En présence de tunicamycine, antibiotique inhibant la palmitoylation,  les cône de 
croissance axonaux de neurones en culture se rétractent (Patterson et al., 1994). La palmitoylation 
dans sa globalité est donc nécessaire dans le développement des axones. De plus, de nombreuses 
protéines neuronales palmitoylées sont situées au niveau du cône de croissance axonal (Tableau 
  
1). Comme nous l’avons déjà mentionné, la palmitoylation permet à la protéine GAP-43 d’être 
associée à la membrane du cône de croissance axonal (Skene et al., 1989). Les cycles de 
palmitoylation/dépalmitoylation de GAP-43 sont impliqués dans l’extension des axones (Baker et 
al., 1997 ; Patterson et al., 1999). Le domaine de palmitoylation est, en effet, à lui seul, suffisant 
pour augmenter le nombre de filopodes nouvellement formés, mais n’est pas suffisant pour 
former des filopodes axonaux (Figure 33 ; Gauthier-Campbell et al., 2004). 
            
 
Figure 33 : Induction de filopodes et de branchements dans les neurones par le domaine de 
palmitoylation de GAP-43. Des neurones d’hippocampe en culture transfectés avec soit la forme 
sauvage du domaine de palmitoylation de GAP-43 (GAP1-14 ; à gauche) soit un mutant cystéine du site 
de palmitoylation de GAP-43 (GAP1-14 C3, 4S, à droite) révèlent une induction de la formation de 
branchement par la forme palmitoylée de GAP-43. D’après Gauthier-Campbell et al., 2004. 
 
  Cependant, la palmitoylation de GAP-43 n’expliquerait peut-être pas les changements de 
morphologie de la membrane du cône de croissance :  ils pourraient  être liés à l’insertion de 
l’acide palmitique au sein de la membrane. L’acide palmitique est un acide gras saturé rigide qui 
en s’insérant dans la membrane modifie sa fluidité, ce qui pourrait alors induire des changements 
de morphologie cellulaires (Raucher et al., 2000). 
 La palmitoylation de la protéine NCAM-140, protéine d’adhésion cellulaire, est 
responsable de sa localisation au niveau des rafts lipidiques du cône de croissance L’association 
de NCAM-140 au raft est impliquée dans l’induction de la croissance neuritique (Niethammer et 
al., 2002). 
 
II – 3 Signalisation pré- synaptique 
Au niveau de l’extrémité pré-synaptique, de nombreuses protéines palmitoylées sont 
impliquées dans le transport et dans la fusion membr anaires des vésicules synaptiques  (Tableau 
1, El-Husseini et Bredt, 2002). La protéine SNAP-25 (Synaptosome Associated Protein-25) 
appartient au complexe SNARE qui est nécessaire à l’arrimage et à la fusion des vésicules 
synaptiques à la membrane. La palmitoylation des cystéines de SNAP-25 est responsable de la 
  
dissociation du complexe SNARE (Lane et Liu, 1997). Cette dissociation a lieu avant que la 
sécrétion des neurotransmetteurs soit réalisée (Washbourne et al., 2001 ; Figure 34). Ainsi, 
l’équilibre palmitoylation/dépalmitoylation de SNAP25 régule la libération des 
neurotransmetteurs. Deux autres protéines impliquées dans la fusion vésiculaire sont 
palmitoylées : α-SNAP (α-soluble N-ethylmaleimide-sensitive-factor-attachement protein) et 
VAMP (vesicle-associated-membrane protein). Cependant, le rôle de leur palmitoylation n’a pas 
encore été élucidé. La protéine Synaptotagmine I, protéine membranaire des vésicules 
synaptiques, est également palmitoylée, elle est ainsi transportée au niveau pré-synaptique et joue 
alors son rôle dans la régulation de la fusion membranaire (Figure 34 ; Kang et al., 2004 ; Lin et 
Scheller, 2000). 
 




Fonction de la 
palmitoylation 
Récepteurs et canaux ioniques 
       Récepteurs couplés aux protéines G 
Rhodopsine VTTLCCGKNPLGD Interne Régulation de l’activité 
Récepteur 5-HT FLIILCCDDERYKR Interne Régulation de l’activité 
mGluR4 ND Interne ND 
Récepteur à la dopamine 
D1 
LGCYRLCPAT Interne Régulation de l’activité 




nAChR  ND ND ND 
Sous unité α des canaux 
sodiques 
ND ND ND 
Protéines  synaptiques 
Synaptotagmine 1 VVTCCFCVCKKCL Interne ND 
Synaptobrévine 2 KNLKMMIILGVICAILILI Interne ND 





Protéines de signalisation 
Protéine G MGCCTLSEDKAAVERS N-ter Modulation de leurs 
assemblages  
  
H-RAS RKLNPDESGPGCMSCKCVLS C-ter Localisation à la 
membrane et aux rafts 
GAP43 MLCCMRRTKLTE N-ter Localisation aux neurites 
Paralemmine DMKKHRCKCCSIM C-ter Localisation aux axones et 
aux filopodes 




N-ter Localisation au Golgi 
 
Protéines d’échafaudage des canaux ionique 
PSD-95 MDCLCIVTTKKY N-ter Localisation post-
synaptique 
Sous-unité β2 des canaux 
calciques 
MQCCGLVHRRR N-ter Régulation de l’activité 
GRIP1b MPGWKKNIPICLQAEEDRE N-ter ND 
Tableau 1 : Tableau des protéines neuronales palmitoylées. Les cystéines palmitoylées sont marquées en 
rouge. Les résidus basiques, encadrant les cystéines palmitoylées sont marqués en vert. D’après El-Husseini et 
Bredt, 2002. 
 
La palmitoylation joue également un  rôle dans la transmission pré-synaptique en 
modifiant une enzyme, la protéine GAD-65 (Glutamic Acid Decarboxylase de 65 kDa), 
impliquée dans la synthèse d’un neurotransmetteur inhibiteur : le GABA (γ-aminobuyric acid). La 
protéine GAD-65 se localise au niveau de l’appareil de Golgi par une séquence de ciblage au 
Golgi et une séquence d’ancrage à la membrane. Elle possède également un motif de 
palmitoylation (impliquant deux cystéines) qui joue uniquement un rôle au niveau de son trafic 
entre l’appareil de Golgi et l’extrémité pré-synaptique (Kanaani et al., 2002 ; Figure 34). Sa 
palmitoylation lui permet alors de se localiser au  niveau de cette extrémité : la synthèse de GABA 
pourra se réaliser et ainsi améliorer la transmission GABAergique. 
Les canaux calcique voltage-dépendants sont également des cibles des enzymes de 
palmitoylation (Hurley et al., 2000). Ces canaux sont palmitoylés au niveau de leurs sous-unités β, 
qui jouent un rôle important dans l’adressage des canaux à la surface et dans la régulation de leur 
activité. La palmitoylation de cette sous-unité permet d’améliorer  la conductance du canal (Qin et 












Figure 34 : Régulation de la signalisation pré-synaptique par la palmitoylation. La palmitoylation 
de certaines protéines régule diverses fonctions importantes au niveau de l’élément pré-synaptiques. Les 
fonctions sont notées en rouge. Les protéines palmitoylées ont ce sigle qui est ajouté à leur 
représentation. D’après Huang et El-Husseini, 2005. 
 
II - 4 Signalisation post-synaptique 
La palmitoylation régule également des voies de signalisation au niveau post-synaptique, 
modulant ainsi la transmission et la plasticité synaptique. 
La concentration des récepteurs aux neurotransmetteurs au niveau de la densité post-
synaptique (PSD) est un mécanisme important de la signalisation (Figure 35).  
Au sein des synapses excitatrices, les récepteurs au glutamate de type AMPA (α-amino-
3hydroxy-5methylisoxazole-4-propionic acid) sont un bon exemple. Ils sont constitués de 4 sous- 
unités (GluR1 à GluR4) qui sont toutes palmitoylées (Hayashi et al., 2005). La palmitoylation de 
ces sous unités se réalise au niveau de deux sites : le site 1 et le site 2. La palmitoylation du site 2 
inhibe leur expression à la surface en les concentrant au niveau de l’appareil de Golgi, où se 
localise GODZ, l’enzyme responsable de leur palmitoylation (Hayashi et al., 2005). La 
palmitoylation du site 1 destabilise  la liaison de la sous-unité GluR1 avec une protéine de liaison 
à l’actine, régulant ainsi l’expression à la surface membranaire des récepteurs AMPA. 
 Le recrutement à la PSD de ces récepteurs dépend de la localisation de la protéine PSD-
95 à la PSD qui se réalise via sa palmitoylation. Néanmoins, aucune interaction directe entre 
  
PSD-95 et les récepteurs AMPA n’a été mise en évidence. L’interaction entre les récepteurs 
AMPA et PSD-95 se réaliserait de manière indirecte, via la protéine Stargazine (Chen et al., 2000). 
La surexpression de PSD-95 dans des neurones en culture entraine néanmoins une augmentation 
du nombre de récepteurs AMPA à la PSD (El Husseini et al., 2000). La localisation à la PSD de 
PSD-95 dépend de la palmitoylation de ses deux cystéines, située à l’extrémité amino-terminale 
(Craven et al., 1999). La mutation du domaine de palmitoylation abolit le regroupement des 
récepteurs AMPA au niveau de la PSD et favorise leur internalisation (El Husseini et al., 2000). 
L’ajout de 2-bromopalmitate à des neurones en culture inhibe la palmitoylation de PSD-95 et 
délocalise également les récepteurs AMPA de la PSD. La protéine PSD-95 subit de nombreux 
cycles de palmitoylation/dépalmitoylation. Ces cycles vont alors moduler la force synaptique et 
l’efficacité de la transmission synaptique, en contrôlant la densité des récepteurs AMPA à la 
surface de la membrane post-synaptique (El Husseini et al., 2002 ; Bredt et Nicoll, 2003). Plus les 
récepteurs AMPA sont regroupés au niveau de la PSD, meilleure sera la transmission synaptique.  
La palmitoylation de PSD-95 est également impliquée dans la multimérisation de PSD-95 
(Christopherson et al., 2003).  Cette étude ne définit pas clairement si la multimérisation joue un 
rôle dans la localisation de PSD-95 ou dans le regroupement des récepteurs à la PSD. 
 
 
Figure 35 : Régulation de la signalisation post-synaptique par la palmitoylation. La palmitoylation 
de certaines protéines régule diverses fonctions importantes (en rouge) au niveau de l’élément post 
synaptiques. Les protéines palmitoylées ont ce sigle qui est ajouté à leur représentation. D’après 
Huang et El-Husseini, 2005. 
 
 Au sein des synapses glutamatergiques, d’autres types de récepteurs au glutamate sont 
exprimés : les récepteurs NMDA (N-méthyl-D-Aspartate). Ces récepteurs se localisent également 
  
au niveau de la PSD, grâce à l’interaction directe entre leur queue carboxy-terminale et  la 
protéine PSD-95 (Kornau et al., 1995). Malgré cette interaction directe, l’inhibition de la 
palmitoylation par le 2-bromopalmitate n’interfère pas avec la localisation des récepteurs à la 
membrane (El Husseini et al., 2002). La palmitoylation de PSD-95 n’intervient donc pas dans la 
localisation à la PSD des récepteurs NMDA, contrairement aux récepteurs AMPA. Une unique 
fonction de la palmitoylation sur le regroupement des récepteurs à la synapse ne peut être décrite. 
 Au sein des synapses inhibitrices,  le principal neurotransmetteur est le GABAA (γ-
aminobutyric acid de type A) (Rabow et al., 1995).  Les récepteurs au GABAA sont palmitoylés 
par la protéine GODZ (Keller et al., 2004). Leur palmitoylation est responsable de leur 
regroupement au niveau des synapses (Figure 31), ce qui est important dans la transmission 
GABAergique (Fang et al., 2006 ; Rathenberg et al., 2004). 
 
II – 5 Régulation de la palmitoylation par l’activité synaptique 
 Par les diverses fonctions exercées par les protéines palmitoylées au sein de la synapse 
(régulation de la libération des neurotransmetteurs, régulation de la transmission du signal 
synaptique, etc), la palmitoylation est essentielle à la plasticité synaptique. Mais cette modification 
peut être régulée par différents stimuli, comme par exemple l’activité synaptique.   
 La stimulation de neurones en culture par du glutamate entraine l’activation des différents 
récepteurs au glutamate dont les récepteurs AMPA et NMDA. Cette activation, mimant l’activité 
synaptique, induit une dépalmitoylation des récepteurs AMPA (augmentation de l’internalisation 
des récepteurs) suggérant que l’activité synaptique médiée par le glutamate inhibe l’activité des 
PATs et/ou augmente  l’activité des PPTs (Hayashi et al., 2005).  
L’activité des récepteurs au glutamate accélère également le cycle 
palmitoylation/dépalmitoylation de la protéine PSD-95 (El Husseini et al., 2002). Cette 
stimulation va favoriser la dépalmitoylation de PSD-95 et par conséquent sa délocalisation de la 
PSD. Les récepteurs AMPA vont alors être moins regroupés au niveau de la PSD et la force 
synaptique en sera diminuée (El-Husseini et Bredt, 2002).  
  
Objectifs de travail 
 
 Dans les cellules neuronales, les protéines STOPs sont des effecteurs puissants de la 
stabilité et de la dynamique des MTs. Elles interagissent de manière spécifique avec la 
calmoduline, qui supprime leur  activité stabilisatrice. Deux isoformes spécifiques des neurones, 
une isoforme précoce, la protéine E-STOP et une isoforme adulte, la protéine N-STOP ont été 
caractérisées. L’étude structure-fonction de ces isoformes a permis de définir différents modules 
fonctionnels : des modules de liaison et de stabilisation des MTs (les modules Mn et Mc), des 
domaines de liaison à la calmoduline (Cam1 à Cam7 ; CamR1 à CamR5) et des sites de 
phophorylation par la Calmoduline Kinase II (Bosc et al., 2001 ; Baratier et al., 2006).  
 La recherche dans les banques de données de protéines apparentées aux protéines STOPs 
a permis d’identifier, à l’aide de sa séquence, une protéine de 21 kDa que le laboratoire a appelé 
SL21 pour STOP-Like protein de 21 kDa (Bosc et al., 2001). Cette protéine contient deux zones 
d’homologies avec la protéine N-STOP : un domaine analogue au module Mn3 et à l’extrémité 
amino-terminale (Figure 36). Aucune autre protéine apparentée n’ayant été mise en évidence 
auparavant, il a donc semblé particulièrement intéressant de caractériser cette nouvelle protéine. 
 
 
Figure 36 : Zones d’homologie des protéines N-STOP et SL21. Représentation schématique de la N-
STOP et de SL21 de souris. Modules de liaison et de stabilisation des microtubules, modules Mn (Mn1 à 
Mn3)  et modules Mc.  Sites de liaison à la calmoduline (-). Le domaine amino-terminal partagé par la N-
STOP et SL21 est représenté en jaune. 
 
 A mon arrivée au laboratoire, la fonctionnalité du domaine de liaison et de stabilisation 
des MTs (module Mn3) ainsi que les domaines de liaison à la calmoduline de SL21 avait été 
démontré. Sa localisation au niveau de l’appareil de Golgi avait été mise en évidence que ce soit 
dans des cultures de cellules neuronales ou après transfection de lignées cellulaires. 
 Le premier objectif de ma thèse a été de comprendre comment SL21 pouvait se localiser 
au niveau de l’appareil de Golgi alors qu’elle lie les MTs. La conservation du domaine amino-
terminal au cours de l’évolution à la fois chez SL21 et chez les STOPs, et également entre les 
  
deux protéines suggère un rôle important de cette extrémité dans leur fonction. Nous avons alors 
décidé de caractériser cette région amino-terminale.  
Et également, afin de mieux comprendre la fonction de la protéine SL21, mon deuxième 
objectif a été de débuter la caractérisation des partenaires protéiques de SL21 par la validation 
d’interaction mis en évidence par des tests double-hybride utilisant comme protéine-cible des 
partenaires de la  protéine N-STOP.  
  
I -  BIOLOGIE CELLULAIRE 
 
I – 1 Matériels 
 
I - 1-1 Plasmides utilisés 
 





Séquence d’ADNc codant pour la protéine SL21 de souris, clonée 




Séquence d’ADNc codant pour la protéine SL21 de souris, clonée 
dans le vecteur pEGFP-N1 (Clontech) pour être fusionnée à la 




Séquence d’ADNc codant  pour la protéine SL21 de souris, 





Séquence d’ADNc codant pour la protéine SL21 de souris, délétée 






Séquence d’ADNc codant pour la protéine SL21 de souris, délétée 
des aa 2 à 120, clonée dans le vecteur pEGFP-N1 (Clontech) pour 






Séquence d’ADNc codant pour la protéine SL21 de souris délétée 
des aa 122-191, clonée dans le vecteur pEGFP-N1 (Clontech) pour 





Séquence d’ADNc codant pour la protéine SL21de souris, clonée 
dans le vecteur pcDNA3.1-Myc-His A (-) (Invitrogen) pour être 
fusionnée à la protéine Myc à son extrémité carboxy-terminale. 
Ce travail 
SL21GGG 
Séquence d’ADNc codant pour la protéine SL21 de souris où les 




Séquence d’ADNc codant pour la protéine SL21 de souris où les 
cystéines 5, 10 et 11 sont mutées en glycine, clonée dans le vecteur 
pcDNA3.1-Myc-His A(-) (Invitrogen) pour être fusionnée à la 








Séquence d’ADNc codant pour la protéine SL21 de souris où les 




Séquence d’ADNc codant pour la protéine SL21 de souris où les 
cystéines 10 et 11 sont mutées en glycine,  clonée dans le vecteur 
pcDNA3.1-Myc-His A (-) (Invitrogen) pour être fusionnée à la 
protéine Myc à son extrémité carboxy-terminale. 
Ce travail 
SL21GCG 
Séquence d’ADNc codant pour la protéine SL21 de souris où les 




Séquence d’ADNc codant pour la protéine SL21 de souris où les 
cystéines 5 et 11 sont mutées en glycine, clonée dans le vecteur 
pcDNA3.1-Myc-His A (-) (Invitrogen) pour être fusionnée à la 
protéine Myc à son extrémité carboxy-terminale. 
Ce travail 
SL21GGC 
Séquence d’ADNc codant pour la protéine SL21 de souris où les 




Séquence d’ADNc codant pour la protéine SL21 de souris où les 
cystéines 5 et 10 sont mutées en glycine,  clonée dans le vecteur 
pcDNA3.1-Myc-His A (-) (Invitrogen) pour être fusionnée à la 
protéine Myc à son extrémité carboxy-terminale. 
Ce travail 
TcTex1-Myc 
Séquence d’ADNc codant pour la protéine TcTex1 de souris, 
clonée dans le vecteur pcDNA3.1-Myc-His A (-) (Invitrogen) pour 




Séquence d’ADNc codant pour la protéine N-STOP de rat, cloné 
dans le vecteur pSG5 (Stratagène). 
C.Bosc 
N-STOP∆12aa 
Séquence d’ADNc codant  pour la protéine N-STOP de rat 
délétée des 12 premiers aa, cloné dans le vecteur pSG5 (Stratagène). C. Bosc 
N-STOP-GFP 
Séquence d’ADNc codant pour la protéine N-STOP de rat, cloné 
dans le vecteur pEGFP-C1 (Clonetech) pour être fusionnée à la 
protéine GFP à son extrémité amino-terminale. 
E.Denarier 
E-STOP-GFP 
Séquence d’ADNc codant pour la protéine N-STOP de rat, cloné 
dans le vecteur pEGFP-C1 (Clonetech) pour être fusionnée à la 
protéine GFP à son extrémité amino-terminale. 
E. Denarier 
 
Tableau 2 : Plasmides utilisés au cours de ce travail 
  
I - 1-2 Anticorps primaires  
 
 
Nom (Fournisseur) Epitope Espèce Dilution 
175 (Produit au laboratoire ; 
Pirollet et al., 1989) 
Répétitions carboxy-terminales de 






23C (Produit au laboratoire ; 
Guillaud et al., 1998)  
23 premiers aa de la première 
répétition centrale de la N-STOP 
de rat 
lapin 1/5000 WB 
1/1000 IP 
23N (Produit au laboratoire ; 
Guillaud et al., 1998)  
23 derniers aa de la dernière 
répétition centrale de la N-STOP 
de rat  
lapin 1/5000 WB 
1/1000 IP 
3315 (Produit au laboratoire ; 
Gory et al., 2006) 
SL21 lapin 1/500 IF 
1/5000 WB 
SLF10 (Produit au laboratoire, 
ce travail) 
SL21 souris Pur IF 
Pur WB 
1/50 IP 
Giantine (Covance) Giantine (protéine membranaire 
du Golgi) 
lapin 1/2000 IF 
GM130 (BD Biosciences) GM130 (protéine de la matrice 
golgienne) 
souris 1/200 IF 
YL1/2 (Produit au laboratoire) extrémité carboxy-terminale de la 
tubuline tyrosinée 
rat 1/10000 IF 
Myc (Santa Cruz biotechnology) extrémité carboxy-terminale de la 
protéine Myc humaine 
 souris 1/400 IF 
1/4000 WB 
GFP (MolecularProbes) Aequorea victoria GFP lapin 1/2000 IP 
GFP (Roche) Aequorea victoria GFP souris 1/1000 WB 
Tctex 2026 (Produit au 
laboratoire) 
Extrémité amino-terminale de 
TcTex1 
lapin 1/200 IF 
1/2000 WB 
 
Tableau 3 : Anticorps primaires utilisés au cours de ce travail. IP : immunoprécipitation, WB : 




I – 1-3 Anticorps secondaires 
 
Les anticorps secondaires de chèvre dirigés contre les IgG de lapin, de rat  ou de souris 
couplés à la Cyanine 3 (dilution au 1/1000 ; Molecular Probes), à la Cyanine 5 (dilution au 1/500 ; 
Molecular Probes),  à l’Alexa Fluor 488 (dilution au 1/500 ; Molecular Probes) ou couplé à la 
peroxydase (dilution au 1/10000, Jackson ImmunoResearch) ont été utilisés. 
 
I - 2 Méthodes 
 
 I – 2-1 Culture cellulaire 
 
I – 2-1-1 Culture des lignées cellulaires  
 
Les cellules  NIH-3T3 (3T3),  lignées de fibroblastes murins et les cellules COS-7, lignée 
de fibroblastes de rein de singe vert d’Afrique, immortalisés par transformation avec le virus 
simien SV-40,  proviennent de l’ATCC (American Tissue Culture Collection). Elles sont cultivées 
dans du DMEM additionné de 10% sérum de veau fœtal (SVF, Perbio), de  Pénicilline (10000 
U/ml ; Invitrogen) et de Streptomycine  (10000 µg/ml ; Invitrogen). Les cellules HeLa, issues d’un 
carcinome épithélial humain, proviennent également de l’ATCC et sont cultivées dans du RPMI 
additionné de 10% SVF, de  Pénicilline (10000 U/ml) et de Streptomycine  (10000 µg/ml) 
(Invitrogen). Ces différentes lignées cellulaires sont incubées dans une étuve à 37° C en  
atmosphère humide, contenant 5% CO2. Ces cellules sont toutes adhérentes. Une fois à 
confluence, elles sont détachées du support par un traitement à la trypsine (trypsine 0,05% / 
EDTA  0,53 mM ; Invitrogen). Elles sont enfin ré-ensemencées à la dilution désirée soit dans des 
flacons pour l’entretien des cellules soit sur des lamelles de verre pour les expériences 
d’immunofluorescence, soit dans des boites de pétri de 100 mm de diamètre (B100) pour les 









  I – 2-1-2 Culture des neurones primaires d’hippocampe de souris 
 
   
   a - Préparation des boites de cultures 
 
Les boîtes de culture de 100 mm de diamètre (B100) sont recouvertes de polylysine (Poly-
L –lysine,Iodobromide ; Sigma) diluée à 1 mg/ml dans du tampon borate 0,1 M, pH 8,5. Après 
une nuit d’incubation à température ambiante, les boîtes sont rincées à l’eau stérile pendant une 
heure puis deux fois dix minutes. Enfin, 10 ml de milieu de culture DMEM (Invitrogen) / 10% 
SVF sont ajoutés et les boîtes de culture sont placées dans l’étuve à 37°C en  atmosphère humide, 
contenant 5% CO2.  
  
   b -  Obtention de la suspension de neurones d’hippocampe 
 
Les neurones hippocampiques utilisés sont préparés à partir d’hippocampes d’embryons 
de souris  âgés de 18,5 jours. Les hippocampes sont isolées sous une loupe binoculaire à l’aide de 
pinces fines et ciseaux, puis déposés dans 4,5 ml de milieu HBSS (Hank’s Balanced Salt Solution, 
Invitrogen). Les cellules subissent une dissociation chimique à la trypsine (trypsine 0,05% / EDTA 
0,53 mM) à 37°C suivi d’une dissociation mécanique. La suspension cellulaire est ensuite déposée 
dans des boites de culture préalablement conditionnées, comme décrit ci-dessus. Une heure plus 
tard, le DMEM / SVF 10% est remplacé par du milieu Neurobasal /  B-27 2% / Glutamax 
(Invitrogen) . La culture est maintenue dans une étuve à 37°C en atmosphère humide contenant  
5% CO2 et complémentée une fois par semaine avec du milieu frais contenant de l’AraC  
(Cytosine Arabinoside, 10µM). Cet agent antimétabolique bloque la prolifération des cellules 
gliales présentes dans les cultures de neurones primaires. 
 
 
I – 2-2 Transfection transitoire des lignées cellulaires 
 
Les cellules 3T3, HeLa et COS-7 sont ensemencées sur des lamelles de verre à raison de 
12 000 cellules/ml dans des plaques 24 puits (immunofluorescence),  de 150 000 cellules/ml dans 
des boites B100 (immunoprécipitations et palmitoylation in vitro). La transfection est réalisée 24 
heures après l’ensemencement via un vecteur lipidique cationique : la Lipofectamine ™ (Invitrogen) 
associée au Reagent Plus (Invitrogen), selon les recommandations du fournisseur. Le jour de la 
  
transfection, la densité cellulaire doit être comprise entre 70% et 80% de confluence. Deux 
solutions A et B sont préparées dans du DMEM : la solution A contient l’ADN plasmidique et le 
Reagent Plus et la solution B contient la Lipofectamine™. Les quantités de plasmides, de Reagent 
Plus et de Lipofectamine™ utilisées sont indiquées dans le tableau suivant.  
 
 
 Solution A Solution B 
 Plaque 24 puits B100 Plaque 24 puits B100 
Volume DMEM 
(µl) 
Qsp 75 Qsp 750  Qsp 75 Qsp 750  
Plasmide (µg) 0.4 6   
Reagent Plus (µl) 1.5 20 
Lipofectamine™ 
(µl) 
 2 30 
Tableau 4 : Conditions de transfection des différentes lignées cellulaires à l’aide de la 
lipofectamine™ / Reagent Plus . 
 
 
La solution A et la solution B sont incubées 15 minutes à température ambiante. La 
solution B est ajoutée délicatement à la solution A.  Une incubation de 15 minutes est de nouveau 
réalisée à température ambiante. Un volume de 350 µl (plaques 24 puits) et de 3500 µl (B100) de 
DMEM  est additionné au mélange. Le mélange est  enfin déposé délicatement sur les cellules qui 
auront été préalablement rincées au DMEM et où 500 µl de DMEM auront été ajoutés dans les 
plaques 24 puits et 5ml dans les B100, respectivement. Les cellules sont incubées pendant 3 
heures dans une étuve à 37° C en atmosphère humide, contenant 5% CO2, puis le milieu est retiré 
et remplacé par du DMEM /  SVF 10%/ PS 1%. Les cultures sont maintenues 24h à 37°C en 
atmosphère humide, contenant 5% de CO2 avant d’être utilisées pour des expériences 
d’immunofluorescence (plaques 24 puits) et de biochimie (B100). 
 
 I – 2-3 Traitement des cellules au 2-bromopalmitate 
Après 6 heures de transfection, les cellules sont incubées ou non en présence de 100 µM 
de 2-bromopalmitate (Sigma)/DMEM/2,5% SVF/0,25% defatted-BSA (Sigma) pendant 6h. Les 





I – 2-4 Fixation 
 
Selon les déterminants antigéniques étudiés et les types cellulaires utilisés, la méthode de 
fixation diffère car certaines fixations masquent l’antigène et empêchent sa reconnaissance par 
l’anticorps. 
 
Deux types de fixateur ont été utilisés : 
-le méthanol : Les lamelles sont incubées 7 minutes dans du méthanol anhydre à –20° C. Ce 
solvant organique dissout les lipides, déshydrate les cellules et précipite les protéines en 
respectant l’architecture cellulaire. 
- la paraformaldéhyde : les lamelles sont incubées à 37° C pendant 20 minutes avec une solution 
de PFA/Sucrose (paraformaldéhyde 4%, saccharose 120mM, qsp PBS). Après 2 lavages dans du 
PBS, les cellules sont perméabilisées 5 minutes dans du PBS / Triton X-100 0,2%. Le Triton est 
ensuite éliminé par 2 lavages successifs avec du PBS. La PFA forme des ponts intermoléculaires 
et préserve mieux les structures membranaires que le méthanol.  
 
 
I - 2-5 Immunofluorescence indirecte 
 
 Après réhydratation des cellules dans du PBS - Tween 20 0,1% (PBS-T), les lamelles sont 
recouvertes d’une solution de PBS-T contenant les anticorps primaires pendant une heure à 
température ambiante. Les lamelles sont ensuite lavées dans du PBS-T puis sont incubées 30 
minutes à température ambiante et à l’obscurité avec l’anticorps secondaire (dilué dans du PBS-
T).  L’ADN des cellules est ensuite coloré avec un agent intercalent, l’Hoescht 33258 (1 µg/ml) 
pendant cinq minutes. Les lamelles sont déshydratées dans de l’éthanol et montées  sur des lames 
de verre à l’aide du liquide de montage FluorSaveTM (Calbiochem). Les cellules sont observées au 
microscope (Zeiss ; Axioscope) et les acquisitions d’images sont effectuées à l’aide d’une caméra 




II - BIOCHIMIE 
  
II -1 Extraits protéiques 
 
II - 1-1 A partir de cerveaux de souris 
 
Les cerveaux de souris adultes sont prélevés rapidement après le sacrifice par dislocation 
cervicale et sont immédiatement placés dans l’azote liquide. Les tissus sont ensuite homogénéisés 
dans du PEM (PIPES 100mM/MgCl2 1mM / EGTA 1mM) à 4°C en présence d’un cocktail 
d’inhibiteurs de protéases («Complete Mixture Tablets», Roche Science Applied) à l’aide d’un 
« potter ». Une ultracentrifugation à 70 000g pendant 10 minutes à 4°C est réalisée. Le surnageant 
est dilué au ½ pour être utilisé pour les immunoprécipitations. 
 
II - 1-2 A partir de cellules en culture 
  
24h après la transfection, les cellules à récolter sont rincées au PBS et lysées sur la glace 
dans du tampon IP (Tris 50 mM /  NaCl 150mM / Deoxycholate 0,05% / Triton 1% / glycérol 
10%, pH 8,0) contenant des inhibiteurs de protéases («Complete Mixture Tablets», Roche Science 
Applied) et en présence de 5 mM de CaCl2. Après la lyse, la suspension cellulaire est centrifugée à 
12 000g pendant 5 minutes à 4°C. Le surnageant est alors récupéré et du MgCl2 5 mM est ajouté. 
Le lysat brut ainsi obtenu est utilisé pour les immunoprécipitations. 
  
II -2 Immunoprécipitation  
 
 Cette technique permet de purifier, à partir d’un extrait protéique, une protéine d’intérêt 
et ses partenaires potentiels dans le cas d’une co-immunoprécipitation.  
 
 
Des extraits protéiques sont réalisés comme décrit plus haut. Le lysat brut  est alors 
incubé pendant 2 heures à 4°C, sur la roue, avec 30 µl de billes Sépharose-protéine G  ou des 
billes Sépharose-protéine A (GE Healthcare). Le choix de protéine A ou G dépend de l’anticorps 
que l’on va utiliser : protéine A pour les IgG préparées chez la souris et protéine G pour les IgG 
préparées chez le lapin. Les billes sont préalablement incubées 2 heures avec l’anticorps primaire 
dirigé contre la protéine d’intérêt.  Les billes de Sépharose sont collectées par centrifugation à 
12 000g  pendant 3 minutes à +4°C et sont lavées cinq fois 10 minutes dans le tampon IP. Après 
  
la dernière centrifugation, 50 µl de tampon IP Buffer et 20 µl de tampon G5X (Tris-HCl 125 
mM, pH 6,8/ SDS 2% / Glycérol 10% / -mercaptoéthanol 1% /  bleu de Bromophénol 1%) 
sont ajoutés au culot (fraction IP) qui est alors chauffé 5 minutes à 95°C. Après migration du 
lysat brut et des fractions IP sur gel SDS, les protéines sont transférées sur une membrane de 
nitrocellulose et une immunorévélation est réalisée en utilisant un anticorps spécifique de la 
protéine d’intérêt (vérification de l’immunoprécipitation) ou un anticorps dirigé contre la protéine 













Figure 37 : Représentation schématique de l’immunoprécipitation. L’immunoprécipitation permet 
d’isoler, à partir d’un extrait protéique, une protéine d’interêt. Si cette protéine appartient à un complexe, 
les protéines associées pourront être identifiées. Ce phénomène est alors nommé co-immunoprécipitation. 
   
 
 II – 3 Palmitoylation « in vitro » des cellules HeLa et Cos 
 
L’acide palmitique tritié (Amersham Biosciences) est complètement séché sous azote et 
est ressuspendu dans du DMSO et complémenté avec du  RPMI / defatted BSA 0.5% (Sigma) ou 
DMEM/ defatted BSA 0.5% (Sigma). 
 Les cellules HeLa ou COS-7 sont ensemencées dans des B100 et sont transfectées ou non 
24 heures après l’ensemencement. Un jour après la transfection, les cellules sont incubées en 
présence de 500  µCi d’acide palmitique tritié (Amersham Biosciences) pendant 3 heures dans une 
étuve à 37°C, en atmosphère humide contenant 5 % de CO2. Les cellules sont alors lysées (voir 
  
paragraphe II - 1-2) et une immunoprécipitation (voir paragraphe II - 2-1-1) est réalisée. Après 
migration du lysat brut et des immunoprécipitats (fractions IP) sur gel SDS-PAGE, les protéines 
sont transférées sur une membrane de nitrocellulose pour l’immunodetection (Western-Blot) ou  
la détection de protéines radiomarquées (voir paragraphe II – 4). L’inhibition de la palmitoylation 
est réalisée dans les mêmes conditions que précédemment, en présence de 100 µM de 2-
bromopalmitate (Sigma) 6 heures avant l’ajout de palmitate tritié. 
  
 
II – 4 Détection et analyse des protéines radiomarquées 
 
Lorsque les protéines sont radiomarquées, elles peuvent être détectées par 
autoradiographie. Les protéines sont séparées par électrophorèse sur gel de polyacrylamide en 
présence de SDS, selon leur poids moléculaire (Laemmli, 1970). Le gel est fixé 30 minutes dans 
une solution  méthanol 50% /  acide acétique 10% puis traité 30 minutes  à l’ « Amplify » 
(Amersham Biosciences) afin d’augmenter le signal radioactif. Le gel lavé à l’eau bidistillée est ensuite 
séché sur papier Wathman pendant 40 minutes à 80°C (Sécheur de gel Biorad). Le gel séché est 
enfin placé au contact d’un film autoradiographique (Kodak) dans une cassette d’autoradiographie 
et exposé pendant 10 jours à -80° C. Le film est ensuite révélé et fixé (Produits Kodak).  
     
 
  
Chapitre 1 : Palmitoylation et localisation aux membranes des 
protéines SL21 et N-STOP  
  
La première partie de mon travail, portant sur la caractérisation du domaine amino-
terminal de SL21 et de STOP, a été intégrée dans le premier papier publié sur SL21 en 2006 : 
« STOP-like protein 21 is a novel member of the STOP family, revealing a golgi Localization of 
STOP proteins ». Nous présenterons ensuite les résultats supplémentaires obtenus sur l’étude de 
la palmitoylation des protéines SL21 et N-STOP. 
 
I –  SL21, nouveau membre de la famille des STOPs, révèle une localisation au Golgi des 
STOPs. 
S. Gory-Fauré, V. Windscheid, C. Bosc, L. Peris, D. Proietto, R. Franck, E. Denarier, D. 
Job, A. Andrieux ; J.B.C (2006) 38 : 28387-28396 
 
I – 1 Résumé  
L’analyse de la structure de SL21 a révélée deux régions de fortes homologies avec les 
protéines STOPs neuronales (N- et E-STOP). La première correspond au module de liaison et de 
stabilisation des MTs (module Mn3) et la seconde aux 35 premiers acides aminés de l’extrémité 
amino-terminale. Les régions d’homologie contiennent des motifs fonctionnels des protéines 
STOPs : des sites de liaison à la calmoduline situés au niveau du module Mn et au niveau des 15 
premiers acides aminés de l’extrémité amino-terminale ainsi qu’un module de liaison et de 
stabilisation des microtubules.   
SL21 est capable de lier la calmoduline au niveau de 4 sites (SLCam1 à SLCam4), in vitro, 
dont les deux principaux sont homologues à ceux des protéines STOPs neuronales. De même, 
SL21 lie les MTs in vitro. La transfection transitoire de l’ADNc complet de SL21 dans des cellules 
HeLa (cellules dépourvues de microtubules stables) entraîne l’apparition de MTs stables au froid 
et résistants à la dépolymérisation induite par le nocodazole. SL21 est donc capable de s’associer 
aux MTs, de ralentir leur dynamique et de les stabiliser au froid. 
L’étude de l’expression de SL21 par Western-Blot sur différents extraits tissulaires révèle 
sa présence uniquement dans le cerveau post-natal. L’immunodétection de SL21 sur culture de 
cellules cérébrales met en évidence son expression dans les neurones exclusivement. Au cours des 
premiers jours après la mise en culture de ces neurones, la protéine SL21 est concentrée au niveau 
de l’appareil de Golgi. Après 10 à 16 jours de différenciation in vitro, âge où les neurones 
hippocampiques forment un réseau différencié, SL21 est toujours présente au niveau de l’appareil 
  
de Golgi mais également de façon ponctuée dans les neurites, colocalisant avec un marqueur du 
Cis-Golgi (GS28). 
 La localisation sub-cellulaire de SL21, après transfection transitoire dans les cellules, 
diffère en fonction du taux d’expression de la protéine. En effet, SL21 se localise, dans un 
premier temps, au niveau de l’appareil de Golgi puis, à un taux d’expression plus important, elle a 
une localisation supplémentaire au niveau du réseau microtubulaire.  
Pour comprendre comment SL21 pouvait avoir cette localisation duale, au niveau de 
l’appareil de Golgi et au niveau des MTs, nous avons choisi de réaliser des mutants de délétion de 
SL21. Nous avons alors pu montrer que l’extrémité amino-terminale est indispensable pour cibler 
SL21 au niveau de l’appareil de Golgi et que le module Mn3 est nécessaire pour sa localisation au 
niveau des MTs. La région amino-terminale responsable du ciblage de SL21 au Golgi est partagée 
avec les STOPs neuronales. Nous avons montré que la protéine N-STOP se localise également 
au niveau du Golgi à faible taux d’expression via son domaine amino-terminal et qu’à plus fort 
taux d’expression, elle a une localisation supplémentaire au niveau des MTs. 
Enfin, nous avons analysé la séquence de l’extrémité amino-terminale de SL21 et des 
STOPs neuronales pour déterminer ce qui pouvait expliquer le ciblage au Golgi. Cette extrémité 
contient trois résidus cystéines, en position 5, 10 et 11, encadrés par des résidus basiques qui 
constituent un environnement favorable à la palmitoylation (modification permettant l’association 
de protéines aux membranes). Nous avons montré que SL21 était palmitoylée au niveau de ces 
cystéines et qu’elles sont nécessaires à sa localisation au Golgi de SL21.  
En conclusion, nous avons montré que SL21 est une nouvelle MAP neuronale 
appartenant à la famille des STOPs.  Nous avons également mis en évidence que cette famille de 
MAPs  a la capacité de lier à la fois les MTs par leur domaine de liaison aux MTs et de lier 
l’appareil de Golgi par les cystéines de leur extrémité amino-terminale. 
 





















II -  Résultats complémentaires 
 
 II – 1   Palmitoylation des protéines SL21 et  N-STOP 
 
  II – 1-1 Inhibition de la palmitoylation de SL21 par le  2-bromopalmitate  
Nous avons montré, précédemment, que SL21 (SLCCC) est palmitoylable alors que son 
triple mutant cystéine (SLGGG) ne l’est pas (Gory-Fauré et al., 2006). Nous avons poursuivi 
l’étude en réalisant un test de palmitoylation en présence de 2-bromopalmitate (2-BP), analogue 
structurale de l’acide palmitique bloquant le transfert du palmitate sur la protéine, afin de vérifier 
qu’on inhibait bien la  palmitoylation de SL21 (Webb et al., 1999). Les cellules COS-7 exprimant 
SL21 sauvage ou son triple mutant cystéine sont pré-incubées avec du 2-BP, puis sont mises en 
présence de palmitate tritié. Les protéines SLCCC-Myc et SLGGG-Myc sont ensuite 
immunoprécipitées. Les différentes fractions immunoprécipitées sont analysées, d’une part, par 
Western-Blot pour vérifier l’immunoprécipitation de SL21 ou de son mutant et d’autre part, par 




Figure 38 : Inhibition de la palmitoylation des protéines SL21 par le 2-bromopalmitate. Les 
cellules COS-7 sont transfectées avec  des plasmides codant soit pour SL21 sauvage fusionnée à la 
protéine Myc (SLCCC) soit  pour SL21 mutée sur ces trois résidus cystéines étiquetée Myc (SLGGG). 
Les cellules sont traitées au 2-bromopalmitate (2-BP) puis sont incubées en présence de palmitate tritiée. 
Les protéines sont ensuite immunoprécipitées à l’aide d’un anticorps anti-Myc. Enfin, les fractions 
immunoprécipitées sont analysées par Western-Blot à l’aide de l’anticorps polyclonal dirigé contre SL21 
(α-SL21) et par autoradiographie ([3H]-palmitate). 
  
 SL21 n’est plus palmitoylable en présence de 2-BP alors que de l’acide palmitique est bien 
ajouté au niveau des cystéines de SL21 en l’absence de 2-BP (Figure 38).  SL21 mutée sur ces 
trois cystéines n’est pas palmitoylable en présence ou en absence de 2-BP. Nous confirmons 





II – 1-2 Localisation de SL21 en présence de 2-bromopalmitate 
Nous avons également montré que la mutation des trois cystéines en résidus glycine 
entraine une délocalisation de SL21 (Gory-Fauré et al., 2006). Nous avons alors regardé si le 2-
bromopalmitate (2-BP), puisqu’il mime l’effet de la mutation des cystéines, pouvait également 
délocaliser la protéine SL21 de l’appareil de Golgi vers le réseau microtubulaire. Les cellules NIH-
3T3 transfectées avec le plasmide codant pour SL21 sauvage (SLCCC) sont traitées au 2-
bromopalmitate. Puis une triple immunofluorescence est réalisée (Figure 39). 
 
Figure 39 : Délocalisation de SL21 par traitement au 2-bromopalmitate. Les cellules NIH-3T3 sont 
transfectées avec le plasmide codant pour SL21 sauvage (SLCCC). Les cellules sont ensuite soit traitées 
au 2-BP (D, E, F) soit non-traitées (A, B, C). Une triple immunofluorescence est enfin réalisée à l’aide 
d’anticorps dirigés contre SL21 (A et D), la tubuline (YL1/2 ; B et E) et l’appareil de Golgi (GM130 ; C 
et E). 
En absence de 2-BP, SL21 sauvage (SLCCC) se localise au niveau de l’appareil de Golgi 
(Figure 39 A et C). En présence de 2-BP, SL21 ne se localise plus au niveau de l’appareil de Golgi 
(Figure 39 D et F) mais se localise au MTs (Figure 39 D et E). La même observation est réalisée 
lorsque les 3 cystéines sont mutées en résidus glycine (Gory-Fauré et al., 2006 ). L’inhibition de la 




réseau microtubulaire. Sa localisation au  Golgi est donc bien dépendante de la palmitoylation des 
résidus cystéines de son extrémité amino-terminale. 
 
  II – 1-3 Palmitoylation de la protéine N-STOP 
Ces résidus cystéines palmitoylables chez SL21 sont conservés dans la protéine N-STOP. 
Nous avons alors voulu déterminer si la protéine N-STOP était également palmitoylable. Des 
cellules COS-7 sont transfectées avec un plasmide codant pour la protéine N-STOP complète ou 
pour un mutant délété des 12 premiers aa (ne contenant donc pas les 3 résidus cystéines, N-
STOPΔ12aa). Un « test de palmitoylation in vitro » est alors réalisé (Figure 40). 
 
 
Figure 40 : Palmitoylation de la protéine N-STOP. Les cellules COS-7 sont transfectées avec un 
plasmide codant pour la N-STOP complète (N-STOP) ou pour un mutant délété des 12 premiers aa (N-
STOPΔ12aa), puis sont incubées en présence d’acide palmitique tritié. Les protéines sont ensuite 
immunoprécipitées à l’aide d’un mélange d’anticorps 23N/23C (anticorps dirigés contre la N-STOP). Les 
fractions immunoprécipitées sont analysées par Western-Blot à l’aide de l’anticorps 175 (α-STOP) et par 
autoradiographie ([3H]-palmitate). 
 
 En présence d’acide palmitique tritié, la protéine N-STOP est palmitoylable alors que son 
mutant N-STOPΔ12aa ne l’est pas (Figure 40). Nous pouvons donc conclure que la protéine N-
STOP est palmitoylable au niveau de ses 12 premiers aa. 
  
 
II – 2 Les mutants cystéines de SL21 
La palmitoylation des cystéines de SL21 est  responsable de sa localisation au Golgi. Nous 
avons voulu poursuivre cette étude en déterminant l’importance de chaque cystéine amino-
terminale dans la palmitoylation et dans la localisation au Golgi de SL21. Nous avons alors 
construit des plasmides codant pour des mutants ne conservant qu’une seule des trois cystéines. 
Chaque résidu cystéine est muté en résidu glycine. Ces constructions sont toutes fusionnées à la 








Figure 41 : Représentation schématique des mutants cystéines construits et utilisés dans cette 
étude. Sl21CCC : SL21 sauvage;  SLGGG : SL21 possédant les résidus cystéines (C) 5, 10 et 11 mutés en 
résidus glycine (G) ; SLCGG : SL21 possédant les cystéines 10 et 11 mutées en glycine ; SLGCG : SL21 
possédant les cystéines 5 et 11 mutées en glycine ; SLGGC : SL21 possédant les cystéines 5 et 10 mutées 
en glycine. Toutes ces constructions sont fusionnées à la protéine Myc.  
          : domaine amino-terminal          : module Mn3 
         
            
II – 2-1 Palmitoylation des mutants cystéines de SL21 
La palmitoylation de chacune des cystéines a été étudiée en réalisant un « test de 




Figure 42 : Palmitoylation de SL21 et de ses mutants cystéines. Les cellules COS-7, transfectées avec 
les constructions décrites à la Figure 41, sont incubées en présence d’acide palmitique tritié puis sont lysées. 
SL21 et ses différents mutants étiquetés Myc sont immunoprécipités à l’aide d’un anticorps anti-Myc. Les 
fractions immunoprécipitées sont analysées par Western-Blot à l’aide de l’anticorps 3315 dirigé 
spécifiquement contre SL21 (α-SL21) et par autoradiographie ([3H]-palmitate).  
 
Comme nous l’avons vu précédemment, la mutation des trois cystéines en glycine 
(SLGGG) abolit la palmitoylation de SL21 (SL21CCC) (Gory-Fauré et al., 2006, Figure 42). Les 
mutants conservant  la cystéine 5 (SLCGG) ou la cystéine 11 (SLGGC) peuvent être palmitoylés 




SL21 est donc palmitoylable sur deux des trois résidus cystéines présentes à son extrémité 
amino-terminale : les cystéines 5 et 11. 
  
II – 2 -2 Localisation cellulaire des mutants cystéines de SL21 
Nous venons de montrer que la protéine SL21 est palmitoylée au niveau de ses cystéines 
5 et 11 (Figure 42). Cette modification est importante pour cibler SL21 au niveau de l’appareil de 
Golgi. Pour analyser le rôle de chaque cystéine dans cette localisation, des cellules NIH-3T3 ont 
été transfectées par les plasmides codant pour SL21 sauvage (SLCCC) et ses différents mutants 
cystéines (SLGGG, SLCGG, SLGCG, SLGGC ; Figure 43). Après 6 heures de transfection, les 
cellules sont ensuite fixées et une triple immunofluorescence est réalisée à l’aide des anticorps 
dirigés contre la protéine SL21, contre la tubuline et enfin contre une protéine de l’appareil de 
Golgi (Figure 43). Nous avons ensuite analysé la localisation sub-cellulaire (MT ou Golgi) de 
SL21 dans 100 cellules pour chaque construction. Cette analyse est réalisée après des temps 
courts de transfections (6h) pour observer majoritairement la forme sauvage de SL21 qu’au 
niveau de l’appareil de Golgi. Sa localisation supplémentaire aux MTs est observée à des temps de 














Figure 43 : Distribution intra-cellulaire de SL21 et de ses différents mutants cystéines, 6 heures 
après transfection. Les cellules NIH-3T3 sont transfectées avec les plasmides codant pour SL21 sauvage 
(SLCCC) ou pour les différents mutants cystéine (SLGGG, SLCGG, SLGCG  et SLGGC). Les cellules 
sont ensuite fixées et marquées à l’aide d’ anticorps anti SL21 (3315 ; A, D, G, J, M), anti-tubuline (YL-
1/2 ; B, E, H, K, N) et  anti-protéine du Golgi (GM130 ; C, F, I, L, O). Echelle : 20 µm 
SL21 sauvage (SLCCC) se localise majoritairement au niveau de l’appareil de golgi (Figure 
43 A et C ; Figure 44) alors que son triple mutant cystéine (SLGGG) est observé principalement 
au niveau des MTs (Figure 43 D et E ; Figure 44). Les mutants de SL21 où seule la cystéine 10 
(SLGCG) ou la cystéine 11 (SLGGC) est conservée se situent principalement au niveau des MTs 
(Figure 43 J et K, L et M ; Figure 44). Le mutant qui conserve sa cystéine 5 (SLCGG) a une 
répartition cellulaire comparable à celle de SL21 sauvage, à savoir une localisation majeure au 







Figure 44 : Localisation au Golgi versus microtubules de SL21 après 6 heures de transfection : 
implication des cystéines et de la palmitoylation. Des cellules NIH-3T3 sont transfectées avec des 
plasmides codant pour SL21 sauvage (SLCCC), SL21 mutée sur ces trois cystéines (SLGGG) ou ne 
conservant qu’une seule des trois cystéines (SLCGG, SLGCG, SLGGC). Après 6 heures de transfection, 
les cellules sont fixées. La localisation de SL21 est observée après triple marquage des cellules à l’aide 
d’anticorps anti-SL21, anti-tubuline (YL1/2) et anti protéine du Golgi (GM130). 100 cellules sont 
observées pour déterminer la localisation de SL21 ou de ses mutants. Le graphique regroupe les résultats 
d’une expérience qui est représentative des trois expériences réalisées. 
  
Bien que SL21 puisse être  palmitoylée au niveau de ses cystéines 5 et 11, seule la cystéine 




II – 3 Palmitoylation de SL21 endogène 
 Pour terminer cette étude sur la palmitoylation de SL21, nous avons souhaité confirmer 
que SL21 endogène pouvait être palmitoylée. SL21 est spécifiquement exprimée au niveau du 
cerveau (Gory-Fauré et al., 2006). Au début de l’étude, nous avions fait produire un  anticorps 
polyclonal dirigé contre un peptide de SL21 (3315) qui malheureusement n’immunoprécipitait pas 
SL21. Par la suite,  des anticorps monoclonaux de souris dirigés contre SL21 ont été produits. 
Nous avons obtenu plusieurs clones dont un, nommé SLF10, particulièrement intéressant 
puisqu’il semblait très spécifique en Western-Blot et qu’il était capable d’immunoprécipiter SL21. 
Un « test de palmitoylation in vitro » pouvait alors être réalisé sur des cultures primaires de 
neurones hippocampiques après 15 jours de différenciation in vitro  pour confirmer la 







Figure 45 : Palmitoylation de SL21 endogène. Des neurones primaires d’hippocampes de souris après  
15 jours de différenciation in vitro, sont incubés en présence de palmitate tritié. Une immunoprécipitation 
est réalisée en présence de l’anticorps anti-SL21, SL21F10 (piste +Ac) ou en abscence d’anticorps (piste - 
Ac). Les fractions immunoprécipitées sont analysées par Western-Blot à l’aide du 3315 (α-SL21) et par 
autoradiographie ([3H]-palmitate) 
 
 SL21, extraite des neurones primaire, est bien immunoprécipitée par l’anticorps SLF10 
(Figure 45, α-SL21) et est palmitoylable (Figure 40, [3H]-palmitate).  
Nous avons donc montré que SL21 pouvait être palmitoylée dans les neurones. 
 
 II – 4 Enzymes responsables de la palmitoylation des protéines SL21 et N-STOP 
Les enzymes responsables de la palmitoylation ou les Palmitoyl Acyl transferases (PATs) 
ont d’abord été caractérisées chez la levure. Leur activité est dépendante de leur domaine DHHC, 
domaine conservé entre les PATs de levure et de mammifères (Roth et al., 2006). L’équipe de M. 
Fukata  a cloné  les 23 protéines à domaine DHHC de souris (Fukata et al., 2006). Ces protéines à 
domaine DHHC sont décrites comme ayant une activité PAT. Nous avons alors collaboré avec 
cette équipe pour identifier les DHHCs capables de palmitoyler les protéines SL21 et N-STOP. 
Chaque protéine à domaine DHHC (DHHC 1 à 23) est co-transfectée dans les cellules COS-7 
avec un plasmide codant pour SL21 étiquetée Myc ou avec un plasmide codant pour la N-STOP. 
Les cellules transfectées sont ensuite incubées en présence de palmitate tritié. Un extrait 
protéique est alors réalisé. L’expression de SL21 et de N-STOP est vérifiée par Western-Blot et 









       
Figure 46 : Criblage des enzymes de palmitoylation de SL21 et de N-STOP. Chaque plasmide 
codant pour chacune des PATs (DHHC) est co-transfecté avec le plasmide codant pour SL21 sauvage 
fusionnée à la protéine Myc (SLCCC) (A) ou pour N-STOP (B) dans les cellules COS-7. Après une 
incubation en présence de palmitate tritié, les protéines sont séparées par SDS-PAGE, suivi d’une 
fluorographie ([3H]-palmitate) et d’un Western-Blot à l’aide de l’anticorps α-myc pour révéler SL21 (A) 
ou de l’anticorps 23N pour la N-STOP (B). Les DHHCs présentant une activité PAT forte pour SL21 
et pour N-STOP sont indiquées en rouge. (C) La palmitoylation « in vitro » de la protéine PSD-95-GFP 
en présence de la DHHC3 est un contrôle positif du criblage des PATs de SL21 et N-STOP. 
Plusieurs protéines à domaine DHHC sont capables d’augmenter l’incorporation d’acide 
palmitique tritié dans la protéine SL21 (Figure 46A) ou dans la protéine N-STOP (Figure 46B) : 
l’augmentation est maximale lorsque les protéines DHHC 2, 3, 7, 15, 21 sont co-exprimées avec 
SL21 et quand les protéines DHHC 2, 3, 5, 6, 7, 15, 20 et 21 sont co-exprimées avec la protéine 
N-STOP. La mutation des trois cystéines de SL21 (SLGGG) ou la délétion des 12 premiers aa de 
la protéine N-STOP (N-STOPΔ12aa) élimine l’augmentation de l’incorporation d’acide 
palmitique observée lors de la co-transfection de SL21 sauvage (SLCCC) avec la protéine 
DHHC3 (Figure 46A et B). Ce résultat est un contrôle négatif permettant de montrer la 
spécificité du marquage visualisé en fluorographie. Comme contrôle positif du test de 
palmitoylation de SL21 et de N-STOP par les DHHCs, la protéine PSD-95 et une protéine à 
domaine DHHC déjà décrite comme capable de palmitoyler PSD95 (DHHC3) ont été utilisées 
(Fukata et al., 2004). L’incorporation de palmitate sur PSD-95 est bien augmentée en présence de 
la protéine DHHC 3 (Figure 46C). 
Nous pouvons ensuite comparer les protéines DHHCs impliquées dans la palmitoylation 






Figure 47 : Récapitulatif  des protéines DHHC (PATs) communes à STOP et SL21. ++ activité 
PAT forte ; + activité PAT faible. Les protéines possédant une activité semblable sur STOP et sur SL21 
sont indiquées en rouge. 
  
Nous observons que les DHHCs 2, 3, 7, 15 et 21 possèdent une activité PAT identique 
sur SL21 et sur STOP. Les DHHCs 2, 3, 7 et 15 sont regroupées sur la même branche de l’arbre 
phylogénique des DHHCs et sont déjà décrites comme les enzymes responsables de la 
palmitoylation de la protéine PSD-95 (Fukata et al., 2004). Ces observations pourraient mettre en 
évidence une spécificité des protéines DHHC 2, 3, 7 et 15 pour des substrats ayant leurs sites de 
palmitoylation en amino-terminal des protéines. 
Ces résultats complémentaires font l’objet d’une publication en cours de rédaction. 
III – Conclusion et perspectives 
Dans cette première partie de mon travail, nous avons montré que SL21 et N-STOP se 
localisent au niveau de l’appareil de Golgi à faible taux d’expression puis au niveau des MTs 
lorsqu’elles sont fortement exprimées dans des cellules non-neuronales. La localisation au Golgi 
de SL21 endogène est retrouvée dans des neurones hippocampiques jeunes en culture (DIV 9). 
Dans des neurones en culture plus âgés (> DIV 15), SL21 présente une localisation 
supplémentaire au niveau de vésicules le long des extensions neuritiques. Il serait intéressant 
d’identifier précisément la nature des vésicules neuritiques SL21-positives, en réalisant par 
exemple des marquages de protéines spécifiques des compartiments membranaires neuritiques [γ-
adaptatine comme marqueur du trans Golgi, β COP pour marquer les vésicules bourgeonnant du 
trans-Golgi, Rab4 pour marquer les endosomes, etc (Horton and Ehlers, 2003)]. Ces différents 
marqueurs sont très concentrés au niveau du soma mais sont également présents de façon 
ponctuée le long des dendrites (Sytnyk et al., 2001). Une distribution similaire entre SL21 et l’un 
de ces marqueurs permettrait d’expliciter la nature des vésicules marquées par SL21. 
Nous avons également cherché à identifier les déterminants moléculaires du ciblage des 
protéines SL21 et N-STOP au niveau de l’appareil de Golgi. La région amino-terminale de ces 
deux protéines présente de fortes homologies de séquence, en particulier 3 cystéines en position 




modification post-traductionnelle permet d’ajouter un acide gras de type palmitate sur les 
cystéines, ce qui conduit à un ancrage des protéines dans les membranes. J’ai mis au point les 
conditions expérimentales permettant de mesurer la palmitoylation, pour les protéines endogènes 
SL21 et STOPs dans des neurones en culture ou en surexpression dans des cellules non-
neuronales. Dans tous les cas, nous avons montré que SL21 et N-STOP sont palmitoylées et que 
cette modification est indispensable à leur ciblage à l’appareil de Golgi. De plus, l’utilisation de 
mutants de délétion ponctuelle pour chacune des cystéines potentiellement impliquée, a montré 
que seules les cystéines 5 et 11 sont effectivement palmitoylées et que la palmitoylation de la 
cystéine 5 est nécessaire et suffisante pour le ciblage au Golgi de SL21. La cystéine 11 pourrait 
alors jouer un rôle complémentaire pour le ciblage de cette protéine dans un autre compartiment 
sub-cellulaire membranaire. Afin de répondre à cette interrogation, il sera nécessaire d’utiliser un 
mutant de SL21 couplant mutation ponctuelle des cystéines et délétion du module Mn3 (module 
de liaison aux MTs). La présence du domaine Mn3 semble suffisante pour cibler aux MTs SL21 




Chapitre 2 : Les partenaires de SL21 
 
 Les résultats traités dans le premier chapitre nous montre que les protéines N-STOP et 
SL21 partagent de nombreuses fonctions : capacité de lier et de stabiliser les MTs, liaison à la 
calmoduline et association au Golgi via la palmitoylation de leur domaine amino-terminal. Nous 
avons alors émis l’hypothèse que ces deux protéines pourraient posséder des partenaires 
communs. 
 Un criblage en double hybride, réalisé chez la levure, a été utilisé pour détecter les 
interactions de la protéine N-STOP avec ses partenaires potentiels in vivo. Différentes protéines 
cibles ont alors été mises en évidence : la protéine Arc (Activity-Regulated cytoskeletal-associated 
protein), la protéine Kip (DNA-PKes interacting protein), la protéine Nsg2 (Neuron Specific 
gene 2) et la protéine Tctex1 (T-complex testis expressed 1). Un test double-hybride ciblé a 
ensuite été réalisé,  au laboratoire, pour regarder si ces protéines sont également des partenaires 
de SL21 et si les protéines SL21 et les STOPs neuronales pouvaient interagir entre elles (A. 
Martinez et E. Denarier ont entrepris ce double-hybride ciblé). Cette étude a permis de  mettre en 
évidence, l’interaction de SL21 avec la protéine Tctex1 et la protéine E-STOP. Une interaction de 
SL21 avec elle-même a également été observée.  
 La protéine Tctex1 est une protéine homodimérique de 14 kDa, faisont partie des chaînes 
légères du moteur moléculaire dynéine qui est  impliqué dans le transport rétrograde d’organelles 
et de vésicules le long des MTs (Mok et al., 2001 ; Di Bella et al., 2001 ; Vallee et al., 2004). Dans 
les neurones, Tctex1 est une protéine enrichie au niveau des extrémités distales et notamment 
dans les cônes de croissances au cours de la différenciation neuronale (Chuang et al., 2005). 
La protéine Tctex1 se présente sous deux formes :  
- soit elle est associée au moteur moléculaire dynéine. Elle participe alors aux 
fonctions de la dynéine, en servant d’adaptateur entre le moteur et le cargo 
(Figure 48).  
- soit elle est libre, non associée au moteur moléculaire (Chuang et al., 2005). 
Elle serait alors impliquée dans la régulation de la croissance neuronale par 
l’intermédiaire de sa liaison aux sous-unités αβ des protéines G (Sachdev et al., 
2007). Elle interagit également avec les canaux calciques VGCCs (Lai et al., 
2005). Cette interaction joue un rôle sur le ciblage de ces canaux à la surface 
cellulaire des neurones hippocampiques. Enfin, Tctex-1 est reliée au pool 






Figure 48 : Représentation schématique de la dynéine. La protéine Tctex1 est une de ses chaînes 
légères. 
 
Ces résultats de double-hybride doivent être confirmés dans un autre système que la 
levure. Nous avons choisi de réaliser des expériences de co-immunoprécipitation (co-IP) à partir 
de lysat de cellules COS-7 transfectées et à partir de lysats de cerveau de souris. 
 
I – Interaction de SL21 et de Tctex1  
  
I – 1  Validation de l’interaction par co-immunoprécipitation 
 Pour valider Tctex1 en tant que partenaire de SL21, nous avons co-transfecté les 
plasmides codant pour la protéine SL21 fusionnée à la GFP et pour la protéine Tctex1 fusionnée 
à la protéine Myc dans les cellules COS-7. Les cellules sont ensuite lysées et le surnageant ou lysat 
brut (LB) est incubé soit avec des billes couplées à un anticorps dirigé contre la protéine Myc 
(Figure 49 ; IP : Anti-Myc) soit avec des billes couplées à un anticorps dirigé contre la protéine 









avec SL21-GFP et Tctex1-Myc (SL21-GFP/Tctex1-Myc). Ensuite, soit la protéine Tctex1-Myc est 
immunoprécipitée par un anticorps dirigé contre la protéine Myc (IP : anti-Myc), soit la protéine Sl21-GFP 
est immunoprécipitée à l’aide d’un anticorps dirigé contre la GFP (IP : anti-GFP). Un contrôle est 
réalisé sans anticorps (IP : pas d’anticorps). Le lysat brut (LB) et les fractions immunoprécipitées (IP) sont 
ensuite analysés par western-blot (IB) à l’aide d’anticorps dirigé contre SL21 (anti-SL21 ; 3315) et dirigé 
contre Tctex1 (anti-Tctex1 ; 2026). 
  
Les protéines SL21-GFP et Tctex1-Myc sont bien co-exprimées dans les cellules COS-7 
(Figure 49 ; piste LB). Tctex-Myc est bien immunoprécipité par l’anticorps anti-Myc. SL21-GFP 
est  retrouvée dans la fraction immunoprécipitée de Tctex1-Myc (Figure 49 ; IP : anti-Myc). Si 
nous observons la co-immunoprécipitation inverse : Tctex-Myc est mis en évidence dans la 
fraction immunoprécipitée de SL21-GFP (Figure 49 ; IP : Anti-GFP). Aucun signal n’est détecté 
lorsque la co-immunoprécipitation est réalisée avec les billes seules (Figure 49 ; IP : pas 
d’anticorps). Nous pouvons donc conclure que Tctex1 co-immunoprécipite avec SL21 et 
inversement. Ces résultats confirment ceux obtenus en double hybride.  
 
I – 2 Détermination du site d’interaction de Tctex1 sur SL21 
 Afin d’approfondir l’étude de cette interaction,  nous avons voulu localiser la zone 
d’interaction entre SL21 et Tctex1. Nous avons choisi tout d’abord de tester l’interaction de 
Tctex1 avec des constructions qui permettent de scinder SL21 en deux parties : le plasmide SL21 






Figure 50 : Représentation schématique des différents mutants de délétion utilisés. Différents 
plasmides codant pour des formes tronquées de SL21 ont été utilisés : un plasmide codant pour la région 
comprise entre les aa 121 et 191 fusionnée à la GFP (SL (121-191)-GFP), un autre codant pour la région 




délétée pour son domaine Mn3 (SLΔMn3).  
          : domaine amino-terminal          : module Mn3 
 
 Les plasmides codant pour les deux formes tronquées de SL21 (SL21 (121-191)-GFP  et 
SL21 (1-121)-GFP) ainsi que celui codant pour la protéine Tctex1 fusionnée à la protéine Myc 
sont co-transfectés dans les cellules COS-7. Une immunoprécipitation est ensuite réalisée à l’aide 
d’un anticorps dirigé contre la protéine Myc (Figure49). Les lysats bruts (LB) et les différentes 
fractions immunoprécipitées sont analysés par Western-Blot en utilisant soit l’anticorps 3315 
spécifique de SL21 soit un anticorps dirigé contre l’étiquette GFP (le 3315 ne pouvant 
reconnaitre le mutant SL21 (1-121) GFP) pour révéler SL21 et un anticorps anti-Tctex1 (Figure 
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Figure 51 : Zone d’interaction de Tctex1 et SL21. Des cellules Cos sont co-transfectées avec SL21 
(121-191)-GFP et Tctex1-Myc (A), ou avec SL21(1-121)-GFP et Tctex1-Myc (B), ou avec SL21ΔMn3 et 
Tctex1-Myc (C). Tctex1-Myc est ensuite immuno-précipitée à l’aide d’un anticorps dirigé contre Myc (IP : 
anti-Myc). Les lysats bruts (LB) et la fraction immunoprécipitée (IP) sont ensuite analysés par Western-
Blot (IB) à l’aide d’un anticorps dirigé contre SL21 (anti-SL21 3315 ; A et C) ou dirigé contre la protéine 
GFP (Anti-GFP ; B) et d’un anticorps anti-Tctex1 (anti-Tctex1 2026 ; A, B et C). 
  
SL21 (121-191) co-immunoprécipite avec la protéine Tctex1 (Figure 51A), alors que  
SL21 (1-121)-GFP n’est pas mis en évidence dans la fraction immunoprécipitée de Tctex1 
(Figure 51B). En confrontant ces résultats, nous pouvons déduire que le site d’interaction de 
Tctex1 se situe dans la moitié carboxy-terminale de SL21. 
 La moitié carboxy-terminale de SL21 contient le domaine Mn3, qui est conservé entre les 
protéines N-STOP et SL21. Tctex1 étant également un partenaire des protéines STOPs, nous 
avons alors émis l’hypothèse que l’interaction entre SL21 et Tctex1 devait se situer au niveau du 
module Mn3. Pour confirmer cette hypothèse, nous avons réalisé une immunoprécipitation de 
Tctex1-Myc après l’avoir co-transfecté avec SL21 délété du domaine Mn3 (SL21ΔMn3 ; Figure 50 
et 51C).  Nous observons que SL21ΔMn3 ne co-immunoprécipite pas avec Tctex1. 
Par cette étude, nous avons montré que SL21 partage un partenaire commun, la protéine 
Tctex1, avec la protéine N-STOP. Cette protéine interagit au niveau du domaine Mn3 de SL21. 
La caractérisation de la zone d’interaction de la protéine N-STOP avec la protéine Tctex1, 
également étudié au laboratoire, aboutit à un résultat similaire (communication personnelle, F. 
Dufour). 
 
II – Interaction de SL21 avec les STOPs  
 





L’interaction de SL21 avec la protéine E-STOP a été montrée par double hybride. Nous 
avons alors vérifié l’interaction SL21/E-STOP par co-immunoprécipitation mais également 
l’interaction de SL21 et de N-STOP, la N-STOP ayant de très forte homologie avec la E-
STOP(Figure 52). Des cellules sont tranfectées avec SL21-Myc et N-ou E-STOP fusionnées à la 
GFP (N-STOP-GFP et E-STOP-GFP). Nous avons réalisé soit une immunoprécipitation des 
protéines N- et E-STOP-GFP à l’aide de l’anticorps anti-GFP, soit une immunoprécipitation de 
SL21-Myc à l’aide d’un anticorps anti Myc. Les lysats bruts et les fractions immunoprécipitées 
sont ensuite analysées par Western-Blot avec un anticorps spécifique des protéines STOPs (23N) 
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Figure 52 : Co-immunoprécipitation de SL21 avec les protéines N- et E-STOP. Des cellules COS-7 




Les protéines E- et N-STOP-GFP sont ensuite immunoprécipitées à l’aide d’un anticorps dirigé contre la 
protéine GFP (IP : anti-GFP) et la protéine SL21-Myc par un anticorps anti-Myc (IP : Anti-Myc). Le lysat 
brut (LB) et la fraction immunoprécipitée (IP) sont ensuite analysés par Western-Blot (IB) à l’aide d’un 
anticorps dirigé contre SL21 (anti-SL21 3315) et d’un anticorps anti-STOP (23N). 
 
 La protéine SL21 est détectée dans les fractions immunoprécipitées de N-STOP-GFP 
(Figure 52A ; IP : anti-GFP) et de E-STOP-GFP (Figure 52B ; IP : anti-GFP). Inversement, la 
protéine N-STOP-GFP est retrouvée dans la fraction immunoprécipitée de SL21-Myc (Figure 
52A ; IP : anti-Myc). La protéine E-STOP l’est également (Figure 52B ; IP : anti-Myc). Aucun 
signal n’est observé lorsque l’immunoprécipitation est réalisée avec les billes seules (Figure 52 A 
et B ; IP : pas d’anticorps).  
Nous avons donc confirmé les résultats de double-hybride qui mettaient en évidence une 
interaction de SL21 avec la protéine E-STOP et montré que SL21 pouvait également interagir 
avec la protéine N-STOP. 
II – 2 Interaction de  SL21 et de STOP endogène 
 L’immunoprécipitation de SL21 endogène a pu, grâce à l’obtention d’un anticorps dirigé 
contre la protéine SL21 immunoprécipitant (SLF10), être entreprise à partir d’un extrait de 
cerveau d’une souris adulte (Figure 53). L’extrait de cerveau est incubé en présence de billes 
couplées ou non à l’anticorps SLF10. Nous analysons ensuite la fraction immunoprécipitée de 
SL21 à l’aide d’un anticorps spécifique de STOP (23N). 
 
 
Figure 53 : Co-immunoprécipitation de SL21 et de STOP à partir d’un extrait de cerveau. Un 
extrait de cerveau de souris est réalisé. Le Lysat Brut (LB) est incubée avec des billes couplées ou non 
avec l’anticorps SLF10. Le LB et la fraction immunoprécipitée (IP) sont étudiées en Western-Blot (IB) à 
l’aide d’un anticorps dirigé contre la protéine STOP (23N, anti-STOP) ou dirigé contre la protéine SL21 
(anti-SL21). 
 
 Dans la fraction immunoprécipitée de SL21, nous observons la protéine N-STOP (Figure 




cerveau et confirmé les résultats obtenus après surexpression des deux protéines dans les cellules 
(Figure 52 et Figure 53).  
 
III – Interaction SL21 / SL21 
  
III – 1  Validation de l’interaction par co-immunoprécipitation 
 L’interaction de SL21 avec elle-même a été montrée en double hybride. Pour confirmer ce 
résultat, nous avons tenté de co-immunoprécipiter SL21 fusionnée à la GFP (SL21-GFP) et SL21 
fusionnée à la protéine Myc (SL21-Myc). Une différence de poids moléculaire est observée entre 
les deux protéines : 51 kDa pour SL21-GFP et 21 kDa pour SL21-Myc. Ces deux protéines sont 
co-exprimées dans des cellules Cos. Nous avons ensuite réalisé l’immunoprécipitation de SL21-
GFP à l’aide d’un anticorps anti-GFP et également l’immunoprécipitation de SL21-Myc à l’aide 




Figure 54 : Co-immunoprécipitation de SL21-GFP et de SL21-Myc. Des cellules COS-7 sont co-
transfectées avec SL21-Myc et SL21-GFP. Les cellules sont ensuite lysées. Une immunoprécipitation de 
SL21-GFP est réalisé à l’aide d’un anticorps anti-GFP (IP : anti-GFP) et celle de SL21-Myc avec un 
anticorps dirigé contre la protéine Myc (IP : Anti-Myc). Un contrôle est réalisé sans anticorps (IP : pas 
d’anticorps). Le lysat brut et la fraction immunoprécipitée sont analysées par Western-Blot (IB) à l’aide 
d’un anticorps anti-SL21. 
 
 Les protéines SL21-GFP et SL21-Myc sont bien co-exprimées dans les cellules (Figure 54, 
piste LB). SL21-Myc est révélée dans la fraction immunoprécipitée de SL21-GFP (Figure 54 ; IP : 
anti-GFP) et SL21-GFP dans celle de SL21-Myc (Figure 54 ; IP : anti-Myc). Ces résultats 
confirment ceux obtenus en double hybride. 
 




 Nous avons poursuivi cette étude par la détermination de la zone impliquée dans la 
l’interaction de SL21 avec elle-même. Nous avons montré que SL21 interagissait avec les STOPs 
et avec elle-même. Deux zones pouvaient alors être importantes pour ces interactions : le 
domaine amino-terminal ainsi que le module de liaison et de stabilisation aux MTs (Mn3). Des 
données bibliographiques mettaient en évidence l’implication de la palmitoylation dans la 
multimérisation de la protéines PSD-95 (Christopherson et al., 2003). Nous avons alors émis 
l’hypothèse que l’interaction SL21/SL21 se situerait au niveau de son extrémité amino-terminale. 
Nous avons alors testé  par co-immunoprécipitation l’interaction de SL21-GFP avec un mutant 
de SL21 délété du domaine amino-terminale SL21ΔN (Figure 55). Ce mutant est dépourvu du 
site de palmitoylation de SL21. 
 
 
Figure 55 : Co-immunoprécipitation de SL21ΔN et de SL21-GFP. Des cellules COS-7 sont co-
transfectées avec SL21-GFP et SL21ΔN (SL21-GFP/ SL21ΔN). SL21-GFP est ensuite immuno-précipité 
à l’aide d’un anticorps dirigé contre la protéine GFP (IP : anti-GFP). Le lysat brut (LB) et la fraction 
immunoprécipitée (IP) sont ensuite analysés par western-blot (IB) à l’aide d’un anticorps dirigé contre 
SL21 (anti-SL21 3315). 
 
  Le mutant SL21ΔN n’est pas co-immunoprécipité avec SL21-GFP (Figure 55, IP : anti 
GFP). Le site d’interaction de SL21 avec elle-même est donc localisé au niveau de son domaine 
amino-terminal.  
  
III – 3 Implication de la palmitoylation dans l’interaction de SL21 avec elle-même 
 
  III – 3-1 Co-immunoprécipitation en présence de 2-bromopalmitate 
Nous venons de montrer le rôle de l’extrémité amino-terminale dans la multimérisation 
de SL21. Nous avons ensuite réalisé la co-immunoprécipitation de SL21-Myc et de SL21-GFP en 
présence d’un inhibiteur de la palmitoylation : le 2-bromopalmitate (2-BP) pour étudier 







Figure 56 : Co-immunoprécipitation de SL21-GFP et de SL21-Myc en présence de 2-
bromopalmitate. Les cellules transfectées avec SL21-GFP et SL21-Myc sont incubées en absence (-2-
BP) ou en présence de 2-bromopalmitate (+2-BP). Une immunoprécipitation à l’aide d’un anticorps anti-
GFP est ensuite réalisé. Les lysats bruts (LB) et les fractions où SL21-GFP est isolée (IP) sont analysés 
par Western-Blot à l’aide d’un anticorps dirigé contre SL21(3315). 
 
 En absence de 2-bromopalmitate, SL21-Myc est retrouvée dans la fraction 
immunoprécipitée de SL21-GFP (Figure 56 ; IP : anti-GFP ; -2-BP) alors qu’elle ne l’est pas en 
présence de 2-BP (Figure 56 ; IP : anti-GFP ; +2-BP). L’inhibition de la palmitoylation de SL21 
inhibe donc sa co-immunoprecipitation. 
 
   III – 3-2 Spécificité de la co-immunoprécipitation 
La palmitoylation semble importante dans cette interaction.  Afin de vérifier que ces co-
immunoprécipitations ne sont pas des artéfacts causés par la surexpression de protéines 
palmitoylées, nous avons choisi d’analyser l’interaction de SL21 avec le domaine A des protéines 
appartenant à la famille de la stathmine. Ce domaine A est responsable de leur localisation au 
Golgi via la palmitoylation de ses cystéines. (Di Paolo et al., 1997). Nous avons alors transfecté 
des cellules COS-7 avec les plasmides codant pour le domaine A fusionné à la GFP (dom A-
GFP) et pour SL21-Myc. Nous avons alors réalisé l’immunoprécipitation de SL21-Myc ou du 






Figure 57 : Co-immunoprécipitation de SL21-Myc et du domaine A des protéines de la famille de 
la stathmine (dom A-GFP). Après co-transfection des cellules Cos avec les plasmides codant pour le 
domaine A de la protéine SCG10 fusionnée à la GFP (DomA-GFP) et pour SL21-Myc , les cellules sont 
ensuite lysées. Le lysat brut (LB) est incubée avec des billes couplées à un anticorps anti-Myc (IP : Anti-
Myc) ou à un anticorps anti-GFP (IP : anti-GFP) ou non (IP : Sans anticorps). Le LB et la fraction 
immunoprécipitée (IP) sont ensuite analysées par Western-Blot (IB) à l’aide d’anticorps dirigés contre la 
protéine SL21 (Anti-SL21) ou contre la GFP (Anti-GFP) 
 
 Le domaine A des protéines relatives à la stathmine n’est pas retrouvé dans la fraction 
immunoprécipitée de SL21-Myc (Figure 57 ; IP : anti-Myc).  SL21-Myc n’est également pas co-
immunoprécipité avec le domaine A (Figure 57 ; IP : anti-GFP).  
Nous pouvons donc conclure que l’interaction de SL21 avec elle-même dépendant de la 
palmitoylation est spécifique.  
 
III – 3- 3 Co-immunoprécipitation de SL21 et de ses mutants cystéines. 
 Comme nous l’avons déjà vu, deux cystéines peuvent être palmitoylées dans SL21. Nous 
avons donc regardé l’interaction de SL21 avec les différents mutants cystéines. Le triple mutant 
cystéine SLGGG ainsi que les mutants ne conservant qu’une seule cystéine fusionnés à la protéine 
Myc (SLCGG, SLGCG, SLGGC) sont co-transfectés dans les cellules avec SL21 sauvage 


















Figure 58 : Co-immunoprécipitation de SL21-GFP et des mutants cystéines de SL21-Myc. Des 
cellules COS-7 sont co-transfectées avec SL21CCC-GFP et  SL21GGG-Myc (A) ou SLCGG-Myc (B), 
ou SLGCG-Myc (C) ou SLGGC-Myc (D).  SLCCC-GFP est ensuite immunoprécipitée à l’aide d’un 
anticorps dirigé contre la protéine GFP (IP : anti-GFP ; A, B, C et D). Le lysat brut (LB) et la fraction 
immunoprécipitée (IP) sont ensuite analysés par Western-Blot (IB) à l’aide d’un anticorps dirigé contre 
SL21 (anti-SL21 3315). 
 
 Nous observons, dans la fraction immunoprécipitée de SL21-GFP, que :  
-  le triple mutant cystéine de SL21 (SL21GGG) n’est pas co-immunoprécipité 
(Figure 58A). Ce résultat est cohérent avec l’absence d’interaction de SL21 
avec elle-même observée lors de la co-immunoprécipitation réalisée en 
présence de 2-bromopalmitate (Figure 56), le triple mutant n’étant pas 
palmitoylable. 
- le mutant de SL21 où seule la cystéine 5 (SLCGG) est conservée est retrouvé 
(Figure 58B) 
- le mutant de SL21 où seule la cystéine 10 est conservée (SLGCG) est 




- le mutant conservant uniquement la cystéine 11 n’est  pas retrouvée (Figure 58 
D).  
La cystéine 5 et la cystéine 10 joue donc un rôle important dans l’interaction de SL21avec 
elle-même. Ces résultats nous ont surpris. En effet, nous pensions que, comme pour PSD-95, les 
deux cystéines palmitoylables joueraient un rôle dans cette interaction. Pourtant la cystéine 10, 
qui n’est pas palmitoylable, permet la co-immunoprécipitation. La cystéine 11 palmitoylable doit 
avoir un autre rôle. 
 
IV – Conclusion et perspectives 
 Au laboratoire, de nombreux partenaires potentiels de la protéine N-STOP ont été 
identifiés, tels que Arc, NSG2, KIP et Tctex1. SL21 et N-STOP partageant de nombreuses 
caractéristiques et modes d’action, nous avons supposé que SL21 pourrait posséder des 
partenaires communs avec la N-STOP. Un test en double-hybride ciblé (les protéines cibles étant 
les partenaires déjà identifiés de la N-STOP) a donc été réalisé. Seule la protéine Tctex1, a été 
mise en évidence comme partenaire de SL21. Pour confirmer ce résultat, nous avons montré que 
SL21 co-immunoprécipite avec Tctex1, après surexpression dans des cellules non-neuronales. Il 
est maintenant important de revenir à des conditions plus physiologiques pour tester l’interaction 
Tctex1/SL21. La distribution et la co-localisation de SL21 et de Tctex1 endogènes pourront être 
testées en immunofluorescence sur des cultures de neurones hippocamiques de souris. 
L’interaction SL21/Tctex1 endogène pourra aussi être validée par co-immunprécipitation à partir 
d’extraits de neurones hippocampiques en culture ou à partir de lysats de cerveaux.  
 Des tests double-hybrides ont également mis en évidence une interaction de SL21 avec 
elle-même et avec les STOPs neuronales. Au cours de ce travail, nous avons validé la 
mutlitmérisation de SL21 par des expériences de co-immunoprécipitation à partir de lysats de 
cellules sur-exprimant SL21. L’interaction de SL21 et des STOPs neuronales a aussi été validée 
par co-immunoprécipitation après sur-expression dans des cellules non-neuronales. Cette 
interaction a été vérifiée sur les protéines endogènes par co-immunoprécipitation à partir de lysats 
de neurones hippocampiques en culture. La suite de notre travail s’est concentrée sur l’interaction 
de SL21 avec elle-même. Par des expériences de co-immunoprécipitation à partir d’extraits de 
cellules sur-exprimant SL21 et différents mutants de délétions, nous avons montré que le 
domaine de multimérisation de SL21 se localise au niveau de la région amino-terminale. Comme 
nous l’avons mis en évidence au chapitre 1, le domaine amino-terminal contient la zone de 
palmitoylation de SL21. Les expériences réalisées jusqu’à présent ne permettent pas de conclure 




intéressante à ce propos sera apportée par l’étude de la multimérisation de SL21 après production 
chez la bactérie, cette dernière ne contient pas d’enzymes de palmitoylation (expériences sont en 
cours). Soit une interaction de SL21 avec elle-même est observée : la palmitoylation ne jouera pas 
le  rôle que nous lui avions prédit. Soit aucune multimérisation de SL21 n’est observée et nous 
devrons apporter l’activité palmitoyl acyl transférase (PAT) de façon exogène. Nous possédons 
au laboratoire les ADNc des PATs ayant une activité sur SL21. La protéine SL21 et ses PATs, 
produites séparément dans la bactérie, seront mélangées en présence d’iodopalmitate Coenzyme-
A radioactif (Buglino et Resh, 2008). La nature du complexe formé par  SL21 (dimère, multimère) 
pourra alors être étudiée. 
Et également, ces résultats sur l’interaction de SL21 avec elle-même et avec les protéines 
N- et E-STOP laissent imaginer la présence de complexes protéiques dans lesquelles STOPs et 
SL21 seraient présentes. Une étude de ces complexes pourrait être réalisée par microscopie 
électronique et par SDS-PAGE couplée à la spectroscopie de masse et éventuellement nous 
permettrait d’observer si ces complexes se localisent au niveau de structures, telles que les MTs 







Les microtubules (MTs) sont des éléments fibreux présents dans le cytoplasme des 
cellules eucaryotes. Ils forment un réseau qui adopte une grande variété d’organisations spatiales, 
dépendantes en grande partie de la dynamique des MTs et de leurs interactions avec des 
effecteurs protéiques. Dans les neurones, la majorité des microtubules présente un état de 
stabilité particulier, caractérisé par une résistance aux facteurs dépolymérisants comme le froid ou 
des drogues telles que le nocodazole. Le laboratoire a montré que la stabilisation au froid des 
MTs est du à l’action d’une famille de protéines régulées par la calmoduline, les protéines STOPs.  
Les protéines STOPs sont des protéines associées au MTs (MAP). Au niveau neuronal, 
deux isoformes spécifiques ont été caractérisées, une isoforme précoce E-STOP (Guillaud et al., 
1998) et une isoforme adulte N-STOP (Bosc et al., 1996). L’étude structure-fonction des 
protéines STOPs a permis la définition de modules fonctionnels d’interaction avec les MTs et la 
calmoduline (Bosc et al., 2001). La caractérisation de ces modules fonctionnels a permis 
d’identifier dans les banques de données une protéine apparentée à la protéine N-STOP. Cette 
protéine a été nommée SL21. SL21 possède deux régions d’homologie avec les protéines STOPs 
neuronales. La première correspond au module Mn3 et la seconde aux 35 premiers acides aminés 
de l’extrémité amino-terminale (Figure 59).  
 
 
Figure 59 : Représentation schématique des protéines N-STOP et SL21. La protéine N-STOP 
possède 8 modules de liaison et de stabilisation des microtubules, des modules Mn (Mn1 à Mn3)  et des 
modules Mc (A).  Le domaine amino-terminal représenté en jaune est un domaine partagé par la N-STOP 
et SL21. Le gène codant pour SL21 est composée de 3 exons (1, 2, 3). SL21 contient un domaine de 
liaison aux MTs. Sites de liaison à la calmoduline (-) et sites de phosphorylation par la CaMKII (  ). 
 
L’ADNc de SL21 a été cloné et la caractérisation des domaines homologues aux protéines 
STOPs a débuté. Le module Mn3 de SL21, comme celui des STOPs, lie les MTs in vitro (Gory-
Fauré et al., 2006 ; Guillaud et al. 1998 ; Bosc et al. 1996). Après transfection de l’ADNc complet 




microtubulaire résiste à une exposition au froid et à la dépolymérisation induite par le 
nocodazole. En revanche, la transfection de SL21 délétée du module Mn3 ne permet plus aux 
microtubules de résister à ces mêmes conditions (Gory-Fauré et al., 2006). Le module Mn3 de 
SL21 est responsable de ses propriétés de stabilisation des MTs dans des conditions 
dépolymérisantes. Après transfection dans des cellules telles que les cellules fibroblastiques NIH-
3T3 et à fort taux d’expression, SL21 se localise au niveau des MTs. A faible taux d’expression, 
SL21 se situe au niveau de l’appareil de Golgi.  
 Le rôle de la région amino-terminale très conservée entre N-STOP  et SL21, quant à elle, 
restait à élucider ; ce fut le principal objectif de ma thèse. Nos résultats montrent que la région 
amino-terminale de SL21, et plus particulièrement la cystéine 5, est responsable de sa localisation 
au niveau de l’appareil de Golgi. Nous avons également montré le rôle du domaine amino-
terminal dans la localisation des STOPs neuronales, au niveau de l’appareil de Golgi. Comme 
SL21, à faible taux d’expression, N-STOP se situe au niveau de l’appareil de Golgi et à un taux 
d’expression plus important, elle présente une localisation supplémentaire au niveau des MTs. Les 
protéines SL21 et N-STOP possèdent une localisation sub-cellulaire similaire mais leur 
localisation dans les neurones en culture diffère :   
- SL21 est située spécifiquement au niveau de l’appareil de Golgi somatique dès le début 
de son expression (DIV6). A des stades de différenciation plus avancés (> DIV 15), SL21 est 
toujours présente au niveau de l’appareil de Golgi somatique mais aussi de façon ponctuée dans 
les extensions neuritiques.  Dans des neurones en culture âgés (DIV30), le Golgi somatique n’est 
plus marqué, le marquage ponctué persiste. 
- la protéine N-STOP, quand à elle, se localise majoritairement au niveau des 
microtubules dès qu’elle est exprimée (DIV 7), quelques soit le stade de différenciation des 
neurones en culture.  
Plusieurs hypothèses peuvent expliquer  les différences de localisation des protéines N-
STOP et SL21 endogènes observées dans les neurones :  
- les protéines STOPs contiennent un nombre important de modules de liaison aux MTs 
qui leur permettent de se concentrer au niveau des MTs. Les MTs étant des composants majeurs 
du soma dendritique, la concentration des STOPs à leur niveau pourrait masquer leur localisation 
au Golgi.   
- Le nombre de liaison aux MTs des STOPs est supérieur à celui de SL21 (8 versus 1) et 
pourrait expliquer l’affinité plus importante des STOPs pour les MTs. 
 - dans les neurones, la protéine N-STOP est fortement exprimée alors que SL21 est une 




localisation de SL21 et de la N-STOP dépendrait alors de leur taux d’expression avec tout 
d’abord une localisation au niveau du Golgi puis sur les microtubules.  
- des régulations cellulaires (phosphorylations par la CaMKII, liaison à la calmoduline, 
palmitoylation ou interactions avec d’autres protéines) peuvent localiser différemment les 
protéines SL21 et N-STOP. 
La présence de protéines capables à la fois de lier les microtubules et le Golgi dans les 
neurones pourrait avoir un rôle important pour la voie de sécrétion neuronale. L’appare il de 
Golgi somatique, dans les neurones, présente une organisation similaire à celui des cellules non-
neuronales. Sa localisation est périnucléaire et dépend de son interaction avec les microtubules 
(Thyberg and Moskalewski, 1999). Les neurones, cellules polarisées et de morphologie complexe, 
possèdent également des vésicules fonctionnelles de Golgi mobiles ou « outposts de Golgi », 
localisées tout au long de certaines dendrites (Horton and Ehlers 2003 a et b). Un système de 
sécrétion complet et fonctionnel (système de sécrétion satellite) a également été mis en évidence 
au niveau des extensions dendritiques (Torre and Steward, 1992 ; Eberwine et al., 2001 ; Raab-
Graham et al., 2006). Nous pouvons alors imaginer que SL21, se localisant à la fois au niveau de 
l’appareil de Golgi somatique et au niveau de vésicules mobiles pourrait jouer un rôle au cours du 
trafic et/ou dans le positionnement des « outposts de Golgi »  le long des dendrites, en utilisant sa 
capacité à lier le Golgi et les microtubules. Ces « outposts de Golgi »  seraient impliqués dans la 
maturation de protéines transcrites localement et dans la croissance dendritique, via sa capacité à 
apporter des membranes aux extrémités (Steward et Schumann, 2003 ; Horton et al., 2005 ; 
Ehlers et al., 2007). L’hypothèse d’implication de SL21 dans le transport des « outposts de Golgi » 
est confortée par l’identification, au cours de ce travail, de la protéine Tctex1 comme partenaire 
de SL21. La protéine Tctex1 est une des sous-unités de la dynéine,  moteur moléculaire 
notamment impliqué dans le positionnement de l’appareil de Golgi (Allan et al., 2002). Notons 
que la protéine Lava lamp (Lva) de drosophile est une protéine cytosquelettique, capable de lier à 
la fois le Golgi et la dynéine. L’inhibition aigüe de Lva entraîne un mauvais positionnement des 
« outposts de Golgi » au sein des dendrites et également une diminution de la longueur et du 
nombre de branchements dendritiques (Papoulas et al., 2005). SL21 pourrait jouer un rôle 
comparable à la protéine Lva dans les neurones, chez les Vertébrés. Il serait alors intéressant de 
comparer la distribution et le nombre d’ « outposts de Golgi » ainsi que le nombre de 
branchements dendritiques dans les neurones d’hippocampe de souris sauvage et de souris 
déficientes en protéine SL21 (voir paragraphe suivant). Les « outposts de Golgi » pourront être 
visualisés et suivis par vidéomicroscopie, après transfection de la Galactosyl-Transférase couplée 




Par la suite, nous avons montré que la palmitoylation de SL21 et de N-STOP est 
responsable de leur localisation au niveau du Golgi. Cette palmitoylation pourrait être impliqué 
dans l’interaction de SL21 avec elle-même ainsi que dans l’interaction de SL21 avec les STOPs 
neuronales. La palmitoylation est une modification qui permet l’ancrage des protéines aux 
membranes, régule le trafic et le repliement des protéines neuronales, ainsi que le regroupement 
de récepteurs au sein de la synapse (El-Husseini and Bredt, 2002). La palmitoylation de SL21 
pourrait lui permettre de lier le Golgi mais également les vésicules nécessaires à la formation des 
« outposts de Golgi » qui en bourgeonnent (Teng et al., 2008). La palmitoylation de la protéine N-
STOP, quant à elle, pourrait impliquer la N-STOP, comme la protéine synapsine, dans la 
régulation des pools de vésicules synaptiques. La synapsine est impliquée dans la formation et le 
maintien du pool vésiculaire de réserve, lui-même important pour l’efficacité synaptique (Hilfiker 
et al., 1999). Les protéines N-STOP et synapsine sont capables d’interagir avec les membranes et 
avec l’actine. Leur  phosphorylation par la CaMKII module ces interactions  (Fdez et al., 2006 ; 
Baratier et al., 2006). Les souris invalidées pour le gène codant pour la synapsine ou pour le gène 
stop comportent un pool de vésicules réduit ainsi qu’un défaut de plasticité (Li et al., 1995 ; 
Andrieux et al., 2002). L’analyse en microscopie électronique de marqueurs spécifiques d’un 
compartiment synaptique donné, associé à un marquage des STOPs, permettrait de préciser la 
localisation de la STOP à la synapse. Il serait aussi important de comparer la localisation de la 
STOP dans des tranches de cerveau de souris activées ou non par une stimulation tétanique forte, 
afin de mimer une potentialisation à long terme. De même, il serait intéressant de réintroduire, 
dans des neurones STOP KO en culture, une forme palmitoylable (forme sauvage) ou non 
(forme mutée) de N-STOP. Nous pourrons alors observer si l’expression de N-STOP restaure le 
pool vésiculaire des neurones KO STOP  puis déterminer l’importance de la palmitoylation dans 
cette restauration.  
Nous avons poursuivi la caractérisation de SL21, en abordant l’analyse de sa fonction en 
menant parallèlement  l’invalidation de son gène in vivo et l’étude de ses partenaires. En bloquant 
par RNA-interférence l’expression de SL21 dans des neurones en culture, nous avions observé 
une létalité importante dès 24h après la  transfection. Mais les résultats obtenus dans des systèmes 
in vitro sont difficilement extrapolables à leur action in vivo. A titre d’exemple, l’inhibition aiguë des 
protéines STOPs avait produit une inhibition de l’extension neuritique dans des cellules PC12 
transfectées (Guillaud et al., 1998). Or les souris déficientes en protéines STOPs sont viables et le 
phénotype observé in vitro par RNAi n’a pas été confirmé dans le cerveau des souris KO STOP : 




l’inhibition des protéines STOPs dans les cellules ou dans l’animal peut s’expliquer par une 
adaptation génétique de l’animal avec une compensation par les autres MAPs structurales.  
 Afin d’appréhender de manière plus précise le rôle de SL21 dans l’animal entier, nous 
avons décidé de produire des souris invalidées pour le gène sl21 (souris KO SL21). Les animaux 
KO SL21 sont viables et fertiles. Il est difficile de prévoir leur phénotype. Nous pouvons 
imaginer que l’activité de SL21 pourrait être compensée par celle de STOP ou que l’activité de 
STOP pourrait être compensée partiellement par celle de SL21. Les protéines SL21 et STOPs ont 
une structure similaire, organisée en domaines fonctionnels chevauchés par des domaines de 
liaison à la calmoduline. Même si STOP et SL21 présentent de fortes homologies [affinité duale 
pour les MTs et pour les membranes, interaction avec des partenaires communs (Tctex1, 
calmoduline)], elles ont des caractéristiques propres. La protéine N-STOP interagit avec l’actine 
et est phosphorylée par la CaMKII, enzyme clé de la plasticité synaptique (Baratier et al., 2006). 
Ces propriétés ne sont pas retrouvées pour SL21. Il est également important de noter qu’aucune 
augmentation d’expression de SL21 n’est observée chez les souris KO STOP (Communication 
personnelle, J.Brocard). Les MTs des neurones issus de souris KO STOP dépolymérisent 
lorsqu’ils sont exposés au froid. Cela signifie que dans ce contexte, SL21 ne compense pas 
l’activité de stabilisation des MTs des protéines STOPs. Au vu de ces observations, N-STOP et 
SL21 peuvent subir des régulations cellulaires différentes qui pourraient expliquer des fonctions 
différentes dans les neurones. La réponse à nos interrogations vis-à-vis du rôle de SL21 par 
rapport à N-STOP ou inversement, nous sera apportée par la caractérisation de souris 
doublement déficientes en protéines STOP et SL21. Les croisements permettant d’obtenir ces 
souris sont en cours au laboratoire.  
Le rôle physiologique de SL21 a aussi été abordé par l’étude de ses partenaires. En 
utilisant la technique de double-hybride chez la levure, il  a été montré que Tctex1 interagit avec 
SL21. Notre travail a permis de valider cette interaction par co-immunoprécipitation après 
surexpression dans les cellules non-neuronales. Tctex1 est également un partenaire de la N-STOP 
(communication personnelle, F. Dufour). Une étude récente montre que la protéine Tctex1 aurait 
un rôle indépendant du moteur moléculaire dynéine. Tctex1, non lié à la dynéine, interagit 
directement et sélectivement avec les canaux calciques voltage-dépendants (canaux VGCCs) de 
type N et P/Q. Ces canaux sont des composants importants des terminaisons prè-synaptiques. Ils 
sont impliquées dans la maturation des synapses et dans le relarguage des neurotransmetteurs, et 
donc dans la plasticité synaptique. L’interaction de Tctex1 avec les canaux VGCCs de type N et 
P/Q module leur adressage et leur ancrage au niveau de la zone active de la synapse, jouant alors 




et/ou STOP, par leur capacité à lier les MTs et Tctex1 participent à l’acheminement de ces 
canaux à la surface synaptique. Il serait intéressant de mesurer la densité du courant calcique par 
patch-clamp sur des neurones de souris sauvages après un traitement permettant de bloquer 
spécifiquement chaque type de canal et de la comparer à celle des neurones d’hippocampe de 
souris KO SL21 ou KO STOP. Cette analyse nous permettrait de rapprocher la fonctionnalité de 
Tctex1 avec celle de SL21 et STOP. Des études préliminaires ont montré une réduction de moitié 
de la densité de courant calcique dans les neurones hippocampiques issus de  souris KO STOP 
par rapport aux souris sauvages (communication personnelle, F. Dufour et C. Arnoult). Une 
quantification par immunomarquage des canaux calciques de types N et P/Q dans ces cellules est 
en cours. 
Au niveau pré-synaptique, les travaux sur le rôle du cytosquelette dans l’organisation 
fonctionnelle de la synapse rapportent, pour la plupart, des expériences sur le réseau d’actine. 
L’actine y est présente et participe au trafic vésiculaire, au contrôle de la concentration des 
vésicules à la synapse ou encore à l’organisation de protéines régulatrices de l’exocytose 
(Sankaranarayanan et al., 2003). Au niveau post-synaptique, l’actine serait aussi cruciale pour les 
mécanismes de plasticité (Fukazawa et al., 2003). Il est possible d’imaginer que les MTs ou/et leur 
protéines effectrices, telles que les différents membres de la famille des STOPs pourraient 
participer de la même manière à l’organisation fonctionnelle de la synapse. La présence de MTs 
dans les boutons synaptiques axonaux ou dans les épines dendritiques n’avait pas été montrée de 
manière claire. Très récemment, Mitsuyama et ses collaborateurs ont mis en évidence, par 
microscopie électronique, la présence de MTs au niveau des dendrites à la suite d’une stimulation 
tétanique de potentialisation à long terme (Mitsuyama et al., 2008). Il est alors possible d’imaginer 
qu’un réseau microtubulaire  pourrait être présent de manière transitoire au sein des synapses, que 
ce soit au niveau de l’élément pré-synaptique ou au niveau de l’élément post-synaptique. C’est 
alors sous sa fonction de protéine associée aux MTs que la famille des STOPs agirait au niveau de 
la synapse. Les MTs localisés le long des axones ou des dendrites pénétreraient de façon 
transitoire dans les épines dendritiques ou dans les zones actives pré-synaptiques pour transporter 
à la synapse des éléments clés pour la neurotransmission (membrane, vésicules). Cette activité 
serait rendue possible par la stabilisation des MTs par la famille des STOPs. Alternativement, les 
protéines de la famille des STOPs passeraient d’un état lié aux MTs à un état non-associé aux 
MTs après activation par le complexe Ca2+/calmoduline (tous les domaines fonctionnels des 
protéines de la famille des STOPs sont chevauchants avec un site de liaison à la calmoduline). 
Elles deviendraient alors capables de s’associer à différentes structures synaptiques : actine, 




protéines de synaptosomes totaux de souris ont montré que N-STOP est une protéine 
synaptique, préférentiellement associée aux structures synaptiques insolubles comme la PSD 
(Andrieux et al., 2002). Nous avons aussi montré par des expériences de co-immunoprécipitation, 
que la protéine N-STOP interagit avec PSD-95, protéine majeure de la PSD, à partir de lysats de 
cellules sur-exprimant N-STOP et PSD-95-GFP, mais également à partir d’extraits de neurones 
primaires en culture. Ces données associées aux résultats d’Elias et collaborateurs montrant que 
PSD95 est impliquée dans le trafic d’un des récepteurs au glutamate, le récepteur de type AMPA, 
nous permettent de mieux imaginer le rôle de N-STOP dans la plasticité synaptique (Elias et al., 
2006). Etant donné que le nombre de récepteurs AMPA à la membrane est important pour la 
plasticité synaptique, une dérégulation de l’adressage des récepteurs AMPA à la PSD, en l’absence 
de STOPs pourrait expliquer les défauts de plasticité synaptique observés chez les souris KO 
STOP. Il serait donc intéressant de mesurer le trafic des récepteurs AMPA après transfection 
d’une sous-unité fusionnée à la GFP dans des neurones primaires de souris sauvage et KO 
STOP. Ces données pourront être corrélées avec l’observation du grossissement des épines 
dendritiques activées en couplant microscopie bi-photonique en temps réel et électrophysiologie 
(Yang et al., 2008). Cette technique permet de différencier une épine stimulée d’une épine non-
stimulée et de mesurer sa variation de volume, concomitante à la stimulation. Nous pourrons 
alors comparer la taille des épines dendritiques de neurones hippocampiques de souris sauvage et 
KO STOP après stimulation. Des résultats concordants lors de ces observations permettraient de 
déterminer le paramètre précis de plasticité synaptique déficient chez les souris KO STOP.  
L’hypothèse concernant la présence de MTs et protéines associées au sein de la synapse 
rejoint les données obtenues sur les souris KO STOP. Ces souris KO STOP présentent, en effet, 
des troubles de la transmission synaptique complexe (LTP et LTD) associés à une réduction du 
nombre de vésicules synaptiques des neurones glutamatergiques. Elles présentent également des 
troubles sévères du comportement (anxiété, activité fragmentée, comportement social anormal). 
Les défauts de neuro-transmission  et les défauts comportementaux observés chez les souris KO 
STOP sont compatibles avec les déficits observés dans la schizophrénie. Un traitement aux 
neuroleptiques (utilisés en thérapie humaine de la schizophrénie) est capable d’améliorer certains 
défauts comportementaux et certains défauts de plasticité (Andrieux et al., 2002 ; Brun et al., 
2005). Ces résultats associés à la localisation du gène stop humain dans un locus de susceptibilité à 
la schizophrénie (11q14) ont permis de proposer les souris KO STOP comme un modèle animal 
d’étude de la schizophrénie. Des altérations du gène codant pour la protéine DISC-1 (Disrupted-
In-Schizophrenia 1) et du gène codant pour la dysbindine-1, ont été rapportées dans des cas de 




avec des protéines associées aux MTs, telles MAP1A, MIPT3 ou Nudel. La dysbindine-1 est 
capable de lier et de stabiliser les MTs. Ces données, en cohérence avec le modèle KO STOP 
mettent en lumière un  lien entre des troubles de l’organisation fonctionnelle du cytosquelette 
neuronal et les maladies psychiatriques (Mirmics et al., 2001 ; Frankle et al., 2003 ; Owen et al., 
2005). Ce lien est conforté par l’amélioration de la transmission synaptique et du comportement 
des souris KO STOP par l’administration de l’épothilone D, stabilisateurs des MTs (Andrieux et 
al., 2006). 
 Il ne fait aucun doute que les modèles murins développés dans le laboratoire (souris Ko 
STOP, souris KO SL21 et KO STOP / SL21) constitueront un outil de choix pour mettre en 
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Caractérisation d’une nouvelle protéine associée aux microtubules, SL21 
Dans les neurones, les protéines associées aux microtubules E- et N-STOP (Early et adult 
neuronal Stable Tubule Only Polypeptide) sont deux effecteurs majeurs de la stabilité des 
microtubules. L’invalidation du gène stop chez la souris entraîne des défauts de la transmission 
synaptique associés à une réduction du nombre de vésicules synaptiques. Les neurones matures 
contiennent également une protéine apparentée aux protéines STOPs, la protéine SL21 (STOP 
like protein of 21 kDa) qui possède deux zones homologues aux protéines STOPs : un domaine 
de liaison et de stabilisation des microtubules et une région de 35 acides aminés située à 
l’extrémité amino-terminale. SL21 se localise au niveau des microtubules mais également au 
niveau de l’appareil de Golgi. 
La première partie de ce travail est consacrée à la caractérisation fonctionnelle du 
domaine amino-terminal. Il contient 3 résidus cystéines en position 5, 10 et 11 qui peuvent être 
palmitoylée (modification permettant l’association des protéines aux membranes). Nous avons 
montré que les cystéines 5 et 11 de SL21 sont palmitoylables mais que seule la cystéine 5 est 
suffisante et nécessaire pour localiser SL21 au niveau de l’appareil de Golgi. Nous avons 
également mis en évidence que la protéine N-STOP, en plus d’être localisée aux microtubules, 
s’associe également au Golgi par l’intermédiaire de son domaine amino-terminal palmitoylable. 
Dans la deuxième partie de ce travail, afin de mieux comprendre la fonction de SL21, 
nous avons choisi de nous intéresser aux partenaires de SL21. Un test en double-hybride a été 
réalisé. Trois partenaires potentiels ont été mis en évidence : la protéine Tctex1, une des chaînes 
légère du moteur moléculaire dynéine, les protéines SL21 et STOPs elles même. Nous avons 
confirmé l’interaction de ces protéines avec SL21 par co-immunoprécipitation en utilisant des 
lysats de cellules transfectées et des extraits de cerveau. Nous avons également déterminé leur site 
d’interaction au niveau de SL21.  Tctex1 interagit avec SL21 au niveau de son module de liaison 
aux microtubules, le site de multimérisation de SL21 se localise au niveau du domaine amino-
terminal.  
L’ensemble de ces résultats nous a permis de mettre en évidence une nouvelle localisation 
aux membranes des protéines STOPs et SL21. Cette propriété pourrait être essentielle pour 
expliquer le rôle des STOPs à la synapse. 
Mots-clés : SL21, STOP, palmitoylation, multimerisation, microtubules, Golgi, vésicules, 
neurone, Tctex1 
 
Caracterisation of a new microtubule associated protein, SL21 
The early and adult neuronal microtubule-associated proteins STOP (Stable Tubule Only 
Polypeptide) are the main effectors of neuronal microtubule stability. STOP null mice exhibit 
synaptic plasticity defects with depleted synaptic vesicles pools suggesting a broader role for this 
protein than microtubule stabilisation. Mature neurons also contain a 21-kDa STOP like protein, 
SL21. This protein contains two STOP homologous domains: a microtubule binding and 
stabilizing domain and a amino-terminal part of 35 amino acids. SL21 decorates microtubules but 
is otherwise localized at the Golgi apparatus. 
 The first part of this thesis focuses on the functional characterisation of this amino-
terminal domain. It contains three cysteine residues in position 5, 10 and 11. We find that 
cysteine 5 and 11 are palmitoylated. These modifications are often required for protein 
association with membrane and we demonstrate that cysteine 5 only is necessary for the Golgi 
localisation of SL21. The 3 cysteines are conserved in amino-terminal domain of STOP protein 
and we show that STOP protein, in addition to be localised at microtubules, could be associated 
with the Golgi apparatus.. Deletion of the amino-terminal domain of STOP prevents its Golgi 
localization, like SL21. 
In the second part of this work, to understand the function of SL21, we chose to find its 
partners. Three proteins were shown to interact with SL21 in two-hybrid experiment: the protein 




themselves. We confirmed the interaction of these proteins with SL21 by co-
immunoprecipitation using transfected cells and brain extracts. We also characterise their site of 
interaction on SL21. The protein Tctex1 interacts with SL21 on its module of binding 
microtubules, the multimerisation domain of SL21 is located on its amino-terminal domain. 
From to this study, we show that SL21 and STOPs protein shares several properties: they 
both bind to microtubule and interact with membrane compartments. This novel function offers 
new perspectives to elucidate the role of SL21 and STOP in synapse. 
Keywords: SL21, STOP, palmitoylation, multimerisation, microtubules, Golgi, vesicles, neurons, 
Tctex1 
 
 
 
